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Implication de la petite GTPase Rab4b des lymphocytes T dans les complications métaboliques de 
l’obésité 
 
L’obésité est un problème majeur de santé publique associée au syndrome métabolique et caractérisée 
par la résistance à l’insuline. Ce syndrome augmente le risque de développer un diabète de type 2 et des 
maladies cardiovasculaires. Le tissu adipeux (TA) participe à l’homéostasie gluco-lipidique en gérant le 
stockage ou la libération des lipides en fonction de l’apport alimentaire. Lors d’un excédent chronique en 
nourriture, le TA atteint sa capacité maximale de stockage des lipides entraînant des dépôts de lipides 
dans le foie et les muscles. Ces lipides ectopiques sont toxiques et provoquent la résistance à l’insuline 
hépatique et musculaire. Cette lipotoxicité est entretenue par l’inflammation à bas bruit qui s’installe dans 
le TA. Elle est due à l’infiltration de cellules immunitaires innées et adaptatives pro-inflammatoires qui 
inhibent les fonctions métaboliques des adipocytes et donc l’expansion du TA. Les communications 
intercellulaires entre adipocytes et cellules immunitaires participent au dialogue entre adipocytes et 
cellules immunitaires à l’origine de l’inflammation à bas bruit. Ces communications dépendent de la 
composition en protéines de la membrane plasmique, et donc de l’endocytose qui contrôle le trafic des 
protéines membranaires en les dirigeant vers la dégradation lysosomale, en les recyclant vers la 
membrane plasmique, ou en les séquestrant dans des compartiments intracellulaires. Ce trafic est 
contrôlé par plusieurs familles de protéines, dont les petites GTPases Rab qui  gouvernent l’endocytose en 
contrôlant la biogenèse, la fusion, et la motilité des endosomes.  
L’équipe avait démontré que l’expression de l’ARNm de la protéine Rab des endosomes précoces, Rab4b, 
est diminuée dans le TA de patients obèses diabétiques et de souris obèses db/db (Kaddai et al., PloS One, 
2009). L’objectif de ma thèse était de déterminer si cette baisse d’expression de Rab4b dans le TA lors de 
l’obésité participe au développement des complications métaboliques de l’obésité. 
Nous avons d’abord démontré que l’expression de l’ARNm de Rab4b est diminuée dans les lymphocytes T 
du TA et pas dans les adipocytes de souris rendues obèses par un régime riche en lipide. Cette baisse 
d’expression a été retrouvée dans les lymphocytes T de TA de sujets obèses et obèses/diabétiques. Pour 
explorer les conséquences de cette réduction, nous avons généré un modèle murin invalidé pour Rab4b 
dans les lymphocytes T (souris Rab4bTcell KO). Sous régime normal, les souris Rab4bTcell KO deviennent 
intolérantes au glucose et résistantes à l’insuline en vieillissant, malgré un poids équivalent et une masse 
grasse équivalente. Les défauts métaboliques sont exacerbés chez les souris Rab4bTcell KO sous régime riche 
en lipide. Les souris Rab4bTcell KO sous régime normal développent, en vieillissant, une dyslipidémie avec 
une augmentation des acides gras circulants à jeun et des dépôts de lipides dans le foie et les muscles. La 
taille des adipocytes du TA épididymaire est augmentée au détriment de leur nombre à cause d’un défaut 
d’adipogenèse. Ce défaut d’adipogenèse est la conséquence de la perte d’homéostasie des cellules 
immunitaires dans le TA et de la production d’un sécrétome qui inhibe la différenciation adipocytaire. 
Nous montrons que l’absence de Rab4b dans les lymphocytes T diminue, chez la souris jeune, le nombre 
des Treg et augmente celui des Th17 dans le TA, alors qu’aucun défaut d’adipocyte et métabolique n’est 
encore observé. Ce changement dans la balance Treg/Th17 dans le TA pourrait en partie être dû à un 
défaut intrinsèque au lymphocyte causé par la perte de Rab4b. En effet, nous montrons in vitro que 
l’absence de Rab4b favorise la différenciation des lymphocytes T naïfs en Th17 aux dépens des Treg. 
Nous mettons en évidence un nouveau mécanisme, l’inhibition d’expression de Rab4b dans les 
lymphocytes T, qui participerait aux complications métaboliques de l’obésité en modifiant les sous-
populations de lymphocytes T dans le TA. 
 
Mots clés : Immuno-métabolisme, tissu adipeux 
 
 
T cell Rab4b small GTPase implication in obesity-related metabolic complications 
 
Obesity is a major public health issue associated with the metabolic syndrome and insulin resistance. This 
syndrome increases the risk developing type 2 diabetes and cardiovascular diseases. Adipose tissues (AT) 
are key organs in the regulation of glucose and lipid homeostasis by tuning storage and release of lipids. 
During obesity, the cumulative excess of energy from food is stored massively in adipocytes that reach 
their maximum capacities, leading to fat deposition in liver and muscles. Ectopic lipid deposition in liver 
and muscles are toxic and induce insulin resistance. This lipotoxicity is even reinforced by low grade 
inflammation that took place in the AT. Indeed, low grade inflammation, caused by adaptive and innate 
immune cells ingress, inhibit adipogenesis and adipocyte function leading to alteration of AT expansion. 
Importantly, intercellular communication between adipocytes and immune cells are at the origin of the 
low grade inflammation related defects. Those communications depend on the plasma membrane protein 
composition, which is tuned by endocytosis. Indeed, endocytosis control plasma membrane protein 
amount either by degrading them toward lysosomes or by recycling them back to the plasma membrane. 
Intracellular trafficking is controlled by several families of proteins, among which Rab proteins are known 
to govern endo-lysosomal biogenesis, fusion, fission and motility. 
Our team previously demonstrated that the mRNA expression of Rab4b, a protein involved in recycling 
from early endosomes, is reduced in AT from obese diabetic patients and from db/db obese mice (Kaddai 
et al., PloS One, 2009). Therefore, the aim of my thesis was to determine in which cell types of the AT the 
expression of Rab4b was decreased, and whether this reduction in that particular cell type is involved in 
obesity-related metabolic complications. 
First, we determined that the expression of Rab4b is decreased in T cells, but not in adipocytes, isolated 
from high fat diet mice AT. We confirmed this reduction in visceral AT T cells from obese patients. Second, 
we explore the metabolic consequences of this reduction by generating a mice model depleted for Rab4b 
in T cells (Rab4bTcell KO mice). Under normal diet, those mice became, with aging, glucose intolerant and 
insulin resistant, despite an equivalent body and fat weight. Moreover, the metabolic complications are 
reinforced in Rab4bTcell KO mice under high fat diet. In fact, we found that the Rab4bTcell KO mice under 
normal diet develop an exacerbate dyslipidemia leading to an increase in blood fasted non-esterified fatty 
acids and lipid depositions in liver and muscles.  Adipocyte diameter was increased in epididymal AT, due 
to a decrease in adipocyte number caused by adipogenesis impairment. This adipogenesis defect is 
consequential to the loss in AT immune cell homeostasis leading to the secretion of cytokines inhibiting 
adipocyte differentiation. Strikingly, we found that the loss of Rab4b in T cells decrease the number of 
Treg and increase the number of Th17 in AT, yet without any metabolic defect. This alteration of the 
Treg/Th17 balance in AT could be, at least in part, due to an intrinsic T cells defect, since we found in vitro 
that naive T cells lacking Rab4b differentiates preferentially into Th17 at the expense of Treg.    
Our results demonstrate a new molecular mechanism in which the expression of Rab4b in T cells tune 
obesity-related metabolic complications through the regulation of T cells subpopulations in AT. 
 
Keywords: Immunometabolism, adipose tissue 
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Abbréviations 
A 
ACC1: Acetyl-CoA Carboxylase 1  
AMPc: Adénosine monophosphate cyclique 
AMPK: AMP-activated Protein Kinase 
AgRP: Agouti-Related Peptide 
AP-1: Activator Protein-1  
APPL1: Adaptor protein, phosphotyrosine interacting with PH domain and leucine zipper 1 
ATGL: Adipocyte Triglyceride Lipase 
ATM: Macrophage du tissu adipeux  
B 
BAT: Tissu adipeux brun  
BDNF: Brain-Derived Neutrophic Factor  
BMDM: Macrophage dérivé de moelle osseuse 
BMP: Bone Morphogenetic Protein 
C 
CART: Cocaine- and Amphetamine- Regulated Transcript 
CCL: Chemokine Ligand 
CCP: Clathrin Coated Pit 
CCR: C-C chemokine Receptor  
CCV: Clathrin Coated Vesicle  
CD: Cluster de différenciation 
CDC42: Cell Division Control protein 42 
CDR: Complementary Determining Region 
C/EBP: CCAAT/enhancer-binding protein 
CGI-58: Comparative Gene Identification-58  
ChREBP: Carbohydrate Response Element-Binding Protein 
CLIC: Clathrin-independent carriers 
CME: Endocytose dépendante de la clathrine 
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CMH: Complexe majeur d’histocompatibilité 
CPE: Carboxypeptidase E  
CTL: Lymphocyte T cytotoxique 
CTLA-4: Cytotoxic T lymphocyte-associated protein 4 
CXCL: Chemokine [C-X-C motif] ligand 
D 
DAG: Diacylglycerol 
DC: Cellule dendritique 
DN: Lymphocyte T double négatif 
DP: Lymphocyte T double positif 
E 
EEA1: Early Endosome Antigen 1 
F 
FABP: Protéine liant les acides gras (Fatty Acid Binding Protein) 
FAHFA: Esters d’acides gras branchés à des acides gras hydroxylés  
FASN: Protéine de synthèse des acides gras (Fatty Acid Synthase) 
FcRI: Récepteur aux fragments constants des immunoglobulines 
FOXO1: Forkheadbox protein O1 
G 
GAP: GTPase Activating Proteins 
GDF: GDI-Displacement Factor 
GDI: GDP-Dissociation Inhibitor 
GEEC: GPI-Anchored protein enriched compartments 
GEF: GDP-GTP Exchange Factor 
GGTase II: Geranylgeranyltransferase  
GLP-1: Glucagon-Like Peptide-1 
GPI: Glycosylphosphatidylinositol  
GRAF1: GTPase Regulator Associated with Focal adhesion kinase-1 
GWAS: Etudes d'association pangénomiques 
G3P: Glycérol-3-Phosphate 
G6Pase: Glucose-6-Phosphatase 
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H 
HOPS: Homotypic fusion and Protein Sorting 
HSL: Hormone-Sensitive Lipase 
HMW: Haut poids moléculaire 
I 
IFN: Interféron 
IL: Interleukine 
ILC: Cellule lymphoïde innée  
ILV: Vésicule intra-luminale  
IMC: Indice de masse corporelle 
iNOS: inductible Nitric Oxide Synthase 
IP3: Inositol-1,4,5 triphosphate 
IRF: IFN Regulatory Factor 
IRS: Insulin Receptor Substrate 
ITAM: Immunoreceptor Tyrosine-based Activation Motif 
ITK: Interleukin-2-Inductible T cell kinase 
iTreg: Lymphocyte T régulateur induit en périphérie 
K 
KSR2: Pseudo kinase 2 de Ras  
L 
LAT: Linker for Activation of T cells 
Lcn2: Lipocaline 
LDL: Lipoprotéines de faible densité 
LPS: Lipopolysaccharide 
LTB4: Leucotriène B4 
LTB4R1: Récepteur au LTB4  
M 
MAIT: Mucosal-Associated Invariant T cells  
MAPK: Mitogen-Activated Protein Kinases 
M-CSF: Macrophage Colony Stimulating Factor 
MC4R: Récepteur 4 de la mélanocortine  
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MGL: Monoacylglycerol Lipase 
Mme: Macrophage métaboliquement actif 
MRAP2: Melanocortin 2 receptor accessory protein 2 
MR1: MHC-related protein 
MSC: Cellule souche mésenchymateuse  
α-MSH: Hormone mélanotrope 
MyD88: Myeloid Differentiation primary response 88 
N 
NEFA: Acide gras non-estérifié (Non-Esterified Fatty Acid) 
NFAT: Nuclear Factor of Activated T cells 
NFκB: Nuclear Factor-kappa B 
Nrp-1: Neuropilin-1 
NK: Natural Killer 
NKT: Lymphocyte T Natural Killer 
NO: Oxide nitrique 
NPY: Neuropeptide Y  
NTRK2: Neurotrophic receptor tyrosine kinase   
O 
O.M.S: Organisation mondiale de la santé 
P 
PAMP: Pathogen-Associated Molecular Pattern 
PCSK1: Pro-protéine Convertase Subtilisine/Kexine de type 1 
PDE3B: Phosphodiesterase 3B 
PDGF: Platelet-Derived Growth Factor 
PEPCK: Phosphoenolpyruvate Carboxykinase  
PIP2: Phosphatidyl inositol-4,5 biphosphate 
PI3K: Phosphoinositide 3-kinase 
PKA: Protéine Kinase A 
PKB: Protéine Kinase B 
PKC: Protéine Kinase C 
PLCγ1: Phospholipase C gamma 1 
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PLIN1: Périlipine 1 
POMC: Proopiomélanocortine 
PPARγ2: Peroxisome Proliferator-Activated Receptor γ2 
PPRE: PPAR Response Element 
PRDM16: PR domain containing 16 
Pref-1: Preadipocyte factor 1 
PRR: Pattern Recognition Receptor 
R 
Rab: Ras-related in brain 
RAG: Recombinase Activating Gene 
REP: Rab Escort Protein 
ROR: RAR-related Orphan Receptor 
RSS: Séquence signal de recombinaison 
RXRα: Retinoic X Receptor α 
S 
Sca-1: Stem cell antigen-1 
SCD1: Stearoyl-CoA Desaturase-1  
SH2: Src Homology 2 
SIM1: Single-minded homologue 1 
SNP: Single-Nucleotide Polymorphism  
SNX9: Sortin Nexine 9 
SOCS: Suppressor Of Cytokine Signaling  
SP: Lymphocyte T simple positif 
SREBP-1c: Sterol Regulatory Element-Binding Protein-1c 
STAT: Signal Transducer Activation of Transcription 
SVF: Fraction stroma vasculaire 
T 
TCR: T Cell Receptor 
TdT: Terminal deoxynucleotidyl Transferase 
TfR: Récepteur à la transferrine  
TG: Triglycérides 
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TNFα: Tumor Necrosis Factor-α 
TORC2: Transducer of cAMP response element-binding protein 2 
Treg: Lymphocyte T régulateur 
TRIF: TIR-domain-containing adapter-inducing IFN 
TSLP: Thymic Stromal Lymphopoietin 
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TUB1: Facteur de transcription Tubby Bipartite 
U 
UCP-1: Protéine mitochondriale découplante  
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Introduction 
I. L’obésité et ses complications métaboliques 
 
1. Définition  
L’obésité est définie, par l’organisation mondiale de la santé (O.M.S), comme « un excès de masse grasse 
qui entraîne des conséquences néfastes pour la santé ». Elle est due à un déséquilibre chronique entre les 
apports et les dépenses énergétiques, engendrant un développement excessif de la masse du tissu 
adipeux pour stocker le surplus d’énergie. Le degré d’obésité est évalué par l’indice de masse corporelle 
qui correspond au poids (en kg) des individus divisé par leur taille (en m) au carré (IMC = poids/taille2). Un 
individu est considéré en insuffisance pondérale si son IMC est inférieur à 18,5, normo-pondéral si son 
IMC est compris entre 18,5 et 25, en surpoids si son IMC est compris entre 25 et 30 et obèse si son IMC 
est supérieur à 30. De plus, plusieurs grades d’obésité peuvent être estimés par cet indice avec une obésité 
sévère si l’IMC est supérieur à 35 et une obésité morbide si l’IMC est supérieur à 40. Cependant, cet indice 
n’est pas parfait car il est utilisable uniquement chez l’adulte et il ne tient pas compte du morphotype et 
du rapport entre les masses grasse et maigre des individus.  
2. Epidémiologie  
Selon l’O.M.S, la prévalence de l’obésité a presque triplé depuis 1975 à l’échelle mondiale. Cette épidémie 
touche toutes les classes sociales (bien que les classes sociales défavorisées et les pays en voie de 
développement soient plus touchés), et est passée de 400 millions d’adultes obèses en 2005 à plus de 650 
millions (soit 13% de la population mondiale) en 2016 (O.M.S). De manière désastreuse, les enfants sont, 
eux aussi, très fortement touchés avec 41 millions d’enfants de moins de 5 ans et plus de 340 millions 
d’enfants et d’adolescents âgés de 5 à 19 ans en surpoids ou obèses en 2016 (O.M.S). L’évolution de 
cette épidémie semble inexorable puisqu’une étude, utilisant un système de surveillance des facteurs de 
risques comportementaux de 1990 à 2008, estime que 42% de la population sera obèse en 2030 
(Finkelstein et al., 2012).  
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3. Causes  
Le développement de l’obésité est principalement dû aux facteurs influençant le comportement 
alimentaire et l’activité physique, tels que des facteurs environnementaux, génétiques ou psychologiques. 
 a. Causes environnementales de l’obésité 
Les facteurs environnementaux semblent être la cause la plus probable de l’augmentation dramatique du 
nombre de sujets obèses à travers le monde. En effet, le changement de mode de vie (augmentation de 
la sédentarité) d’une part, et l’abondance de la nourriture, souvent enrichie en graisse ou en sucre 
(saccharose et fructose) d’autre part, induisent un dérèglement important de la balance énergétique en 
faveur d’un surplus d’énergie que le corps doit stocker en augmentant la masse de tissu adipeux. 
L’augmentation des comportements sédentaires (augmentation du nombre d’heures devant la télévision, 
réduction des efforts physiques…) est clairement corrélée au développement de l’obésité (Al-Nakeeb et 
al., 2012; Shields and Tremblay, 2008). Ce comportement, induisant une forte réduction des dépenses 
énergétiques, est principalement dû à une évolution de notre mode de vie quotidien avec le 
développement de nombreuses technologies, diminuant les travaux manuels dans les entreprises et 
favorisant l’accès aux transports (transports en commun, voiture…) et la posture assise ou allongée 
(télévision, ordinateurs…).  
Les évolutions technologiques dans le monde de l’agroalimentaire ont, quant à elles, favorisé la 
production massive de nourritures transformées ayant de fortes valeurs énergétiques, un coût réduit et 
une plus grande palatabilité. De plus, le développement de substitutifs peu caloriques, tels que les 
édulcorants (Aspartame, Stévia…), pour contrecarrer les effets néfastes du sucre sur l’obésité, ont des 
effets obésogènes à long terme en jouant notamment sur le microbiote intestinal, l’axe cerveau-intestin 
et l’homéostasie glucidique (Pearlman et al., 2017).  
Outre la contribution alimentaire, l’environnement chimique et l’exposition à des molécules de synthèse, 
telles que les pesticides, les polluants organiques persistants et les perturbateurs endocriniens (Phtalates, 
Bisphénol A, Xénoœstrogène…) pourraient aussi avoir un rôle important dans le développement de 
l’obésité. En effet, des études épidémiologiques montrent une corrélation entre l’exposition à ces 
polluants et le développement de l’obésité chez l’enfant et l’adolescent (Kim and Lee, 2017; Minokoshi et 
al., 2002; Yang et al., 2017). De plus, des modèles de souris exposées à ces polluants ont permis de montrer 
que leurs impacts sur l’obésité sont dépendants de la période de vie pendant laquelle cette exposition a 
lieu. Ces périodes sont le développement embryonnaire (exposition in utero) et la période néonatale 
(Darbre, 2017). Cependant, comme ces expositions expérimentales aux perturbateurs endocriniens et aux 
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polluants chimiques ne reproduisent pas exactement la réalité (mode d’administration, combinaisons de 
différentes molécules…), il est difficile, à ce jour, de conclure sur leur réelle contribution dans l’épidémie 
de l’obésité. 
 b. Causes génétiques de l’obésité 
Dans les années 1960, l’obésité était encore considérée comme un désordre uniquement  
comportemental.  A la fin des années 1980, les travaux pionniers de Stunkard et collègues sur des jumeaux 
ont permis de mettre en évidence la contribution génétique dans le développement de l’obésité. Ce travail 
souligne que 50 à 80% des variations du poids du corps des individus partageant un même environnement 
sont dues à des prédispositions génétiques (Stunkard et al., 1986). Il existe plusieurs formes d’obésité, 
liées soit à une mutation sur un seul gène (monogéniques) soit à des mutations sur plusieurs gènes 
(polygéniques).  
Les obésités monogéniques représentent seulement 2 à 5% des cas, sont sévères et, à ce jour, des 
mutations sur 12 gènes ont été identifiées. On retrouve la leptine, le récepteur de la leptine, la 
proopiomélanocortine (POMC), le facteur de transcription Tubby bipartite (TUB1), le récepteur 4 de la 
mélanocortine (MC4R), la pro-protéine convertase subtilisine/kexine de type 1 (PCSK1), la 
carboxypeptidase E (CPE), la pseudokinase 2 de Ras (KSR2), NTRK2 (neurotrophic receptor tyrosine kinase 
2), le BDNF (brain-derived neutrophic factor), SIM1 (single-minded homologue 1) et MRAP2 (melanocortin 
2 receptor accessory protein 2) (Tableau 1) (Saeed et al., 2018).  
Les obésités polygéniques, les plus fréquentes, sont des formes modérées de la maladie et sont 
responsables de seulement 2,7% des variations d’IMC (Saeed et al., 2018). Le développement des études 
d'association pangénomiques (GWAS), qui corrèlent les variations génétiques (single-nucleotide 
polymorphism, SNP et variants rares et peu fréquents) chez de nombreux individus à des traits 
phénotypiques, a permis de mettre en évidence plus de 500 loci génétiques impliqués dans l’obésité (Loos, 
2018). De manière intéressante, la grande majorité de ces gènes sont exprimés dans le système nerveux 
central, le tissu adipeux, ou sont reliés à l’immunité (Loos, 2018). Des mutations sur des gènes exprimés 
dans le système nerveux central et dans le tissu adipeux soulignent leurs rôles attendus dans le contrôle 
respectif du comportement alimentaire et de la biogenèse des adipocytes (métabolisme et 
différenciation). La mise en évidence d’un grand nombre de gènes impliqués dans l’immunité, et plus 
particulièrement dans la production thymique de lymphocytes T, suggère un rôle important du système 
immunitaire et des lymphocytes T dans le contrôle de l’obésité (Loos, 2018).  
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Tableau 1: Gènes associés à une obésité monogénique 
POMC: Proopiomelanocortin; TUB1: Tubby bipartite transcription factor; MC4R: Melanocortin 4 receptor; 
PCSK1: Proprotein convertase subtilisin/kexin type 1; KSR2: Kinase suppressor of Ras 2; CPE: 
Carboxypeptidase; NTRK2: Neurotrophic tyrosine kinase receptor type 2; BDNF: Brain-derived neutrophic 
factor; SIM1: Single-minded homologue 1; MRAP2: Melanocortin 2 receptor accessory protein 2. 
Adapté de Saeed et al., 2018. 
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4. Traitements de l’obésité 
Le meilleur moyen de traiter l’obésité est de rééquilibrer la balance entre l’énergie ingérée et celle 
dépensée. Pour cela, il faut limiter l’apport énergétique en consommant d’avantage de fruits et légumes 
et augmenter l’activité physique régulière. Pour encourager cela, il faut permettre aux individus d’avoir 
accès à un mode de vie sain en communiquant sur les bonnes pratiques alimentaires et sportives.  
Dans certains cas, ces mesures ne suffisent pas et les patients doivent être pris en charge par le milieu 
médical. En France, les patients obèses (IMC > 30) ou en surpoids (IMC >  28) mais ayant des facteurs de 
risque associés (diabète de type 2, excès de cholestérol, hypertension artérielle) peuvent être traités par 
de l’orlistat, un inhibiteur des lipases gastriques et pancréatiques bloquant l’absorption des graisses par 
l’intestin (Patel and Stanford, 2018). Cependant, ce traitement n’est pas anodin car il engendre des risques 
d’hépatotoxicité. De plus, le liraglutide, un analogue du GLP-1 (Glucagon-like peptide) est disponible pour 
le traitement de l’obésité (IMC > 30) ou du surpoids mais avec une co-morbidité associée. D’autres 
médicaments précédemment commercialisés, comme le benfluorex et le dexfenfluramine, qui étaient 
indiqués comme ayant des effets anorexigènes, ont été retirés du marché suite à leurs effets indésirables 
graves (valvulopathies cardiaques).  
Des traitements plus invasifs par acte chirurgical sont proposés aux patients présentant une obésité 
morbide (IMC > 40) ou une obésité sévère (IMC > 35) mais ayant des facteurs de risque associés. Les 
chirurgies bariatriques diminuent l’apport énergétique, par restriction de l’absorption alimentaire, et ont 
un effet thérapeutique sur l’obésité et les maladies métaboliques (Colquitt et al., 2014; Laferrère et al., 
2007). Il existe trois principales techniques de chirurgies bariatriques comprenant la pose d’un anneau 
gastrique qui enserre l’estomac, la gastrectomie longitudinale (sleeve) qui réduit de 2/3 la taille de 
l’estomac, et le by-pass gastrique qui réduit le volume de l’estomac et modifie le circuit alimentaire 
(Buchwald et al., 2004). Ces chirurgies engendrent de nombreux effets indésirables comprenant des 
risques augmentés de carences alimentaires et un mode de vie contraignant (prise de repas moins 
volumineux mais plus fréquents, reflux, douleurs gastriques…).  
 
5. Les complications de l’obésité 
L’obésité conduit au développement du syndrome métabolique décrit comme un état prédisposant à 
plusieurs maladies graves comprenant le diabète de type 2, la stéatose hépatique et les troubles 
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cardiovasculaires (hypertension artérielle, athérosclérose, insuffisance cardiaque…) (Kaur, 2014). Ce 
syndrome se définit en terme clinique par la présence d’au moins trois critères parmi les cinq suivants : 
obésité abdominale, pression artérielle élevée, triglycérides élevés, glycémie à jeun élevée et HDL 
(lipoprotéine de haute densité) faibles (Tableau 2). Ce syndrome trouve son origine dans le 
développement de la résistance à l’insuline. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
La résistance à l’insuline est caractérisée par une diminution de la sensibilité et/ou de la réponse à 
l’insuline, la seule hormone hypoglycémiante de l’organisme, dans ces tissus cibles (tissu adipeux, muscle, 
foie pour les principaux organes périphériques et cerveau pour l’effet central) (Figure 1). Cette inhibition 
de la voie de réponse à l’insuline, décrite en figure 2, entraîne une augmentation du glucose dans le sang 
(hyperglycémie) qui est, au départ, compensée par une augmentation de la sécrétion d’insuline par les 
cellules β du pancréas (normoglycémie-hyperinsulinémie). Sur le long terme, les cellules β n’arrivent plus 
à compenser et sécrètent moins d’insuline. Cette baisse conduit à une hyperglycémie à jeun, 
caractéristique du diabète de type 2.  
Bien que des défauts fonctionnels du foie et des muscles contribuent à la mise en place de la résistance à 
l’insuline systémique et donc au syndrome métabolique, le tissu adipeux est aujourd’hui considéré comme 
l’organe initiateur de ces désordres lors de l’obésité (Schuster, 2010).  
Tableau 2: Critères du diagnostic 
clinique du syndrome métabolique 
D’après Alberti et al., Circulation, 2009. 
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Figure 1: Effets de l’insuline sur ses tissus cibles 
En réponse à une augmentation de la glycémie (suite à un repas), le pancréas sécrète de l’insuline. 
L’insuline est la seule hormone hypoglycémiante de notre organisme, c’est-à-dire qu’elle régule, à la 
baisse, la concentration de glucose dans le sang. Pour cela, elle agit sur ses tissus cibles (tissu adipeux, 
foie et muscle) afin d’induire le stockage du glucose en augmentant son transport, la glycogenèse, la 
lipogenèse et la glycolyse et inhiber la néoglucogenèse et la glycogénolyse. L’insuline inhibe aussi la 
prise alimentaire. 
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Figure 2: La voie de signalisation de l’insuline dans l’adipocyte 
L’adipocyte détecte l’insuline grâce à la présence de son récepteur à la membrane plasmique. Ce récepteur est 
composé de quatre peptides glycosylés reliés par des ponts disulfures. On distingue deux sous-unités 
transmembranaires β, qui ont une activité enzymatique de protéine tyrosine kinase, et deux sous-unités 
extracellulaires α qui lient l’insuline. En l’absence d’insuline, les deux sous-unités α sont dans une conformation 
qui maintient le récepteur dans une forme inactive. Lorsque l’insuline se lie à son récepteur, les sous-unités α 
changent de conformation rapprochant les sous-unités β qui vont alors se trans-phosphoryler sur leurs résidus 
tyrosines. Les tyrosines phosphorylées des chaines β permettent ensuite le recrutement des protéines IRS1 et 
IRS2 (Insulin-receptor substrate 1 et 2), ainsi que leur phosphorylation. IRS1/2 recrutent la PI3K (p85/p110) à la 
membrane pour permettre la synthèse de phosphatidylinositol 3,4,5-triphosphate (PIP3) à partir de 
phosphatidylinositol 4,5-bisphosphate (PIP2). Le PIP3 est nécessaire à l’activation de la sérine/thréonine kinase 
B (PKB). Une fois activée, PKB active ou inhibe par phosphorylation de nombreuses protéines afin de permettre 
l’entrée de glucose dans la cellule, l’adipogenèse et la production des triglycérides en régulant l’expression de 
nombreux gènes. Indépendamment de PKB, la PI3K inhibe la lipolyse (Choi et al., 2010). Les facteurs qui peuvent 
perturber la signalisation insuline lors de l’obésité sont indiqués en rouge. Adapté de Tanti et al., 2013. 
IRS: Insulin receptor substrate; PI3K: PI3Kinase; PTEN: Phosphatase and tensin homolog; PKB: Protéine kinase 
B; PDK1: Phosphoinositide-dependent kinase-1; PKC: Protéine kinase C; mTOR: mammalian target of 
rapamycin); S6K: S6 Kinase; NO: oxide nitirique; Grb14: Growth factor receptor-bound protein 14; JNK: c-Jun N-
terminal kinase; ERK: Extracellular signal-regulated kinase; IKKβ: IκB kinase β; SOCS: Suppressor of cytokine 
signaling; PTP1B: Protein tyrosine phosphatase 1B.  
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II. Les tissus adipeux et leurs rôles dans la résistance à l’insuline 
 
Les tissus adipeux sont des tissus conjonctifs répartis en plusieurs dépôts dans l’organisme et composés 
principalement d’adipocytes. D’autres cellules, dont des cellules progénitrices adipocytaires, des cellules 
endothéliales et des cellules immunitaires, constituent la fraction stroma vasculaire (SVF). Il existe 
différents types de tissus adipeux comprenant les tissus adipeux blancs, brun et beige, définis par le type 
et la fonction des adipocytes qui les composent (Figure 3). 
 
  
Figure 3: Répartition des tissus adipeux blancs et brun chez l’homme  
Les tissus adipeux blancs sont composés de deux dépôts majeurs: les tissus adipeux intra-abdominaux, 
indiqués en orange, et les tissus adipeux sous-cutanés, indiqués en bleu. D’autres dépôts mineurs sont 
également présents: rétro-orbital, dépôts dans des zones péri-articulaires, intramusculaire et péricardiaque 
et sont indiqués en vert. Le tissu adipeux brun, indiqué en marron, est surtout présent chez le nouveau-né, il 
reste présent en très faible proportion chez l’adulte. Adapté de Gesta et al., Cell, 2007. 
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1. Les tissus adipeux blancs 
a. Répartition des tissus adipeux blancs 
Les tissus adipeux blancs sont les plus importants tissus adipeux chez l’homme en termes de masse, 
puisqu’ils représentent environ 15 à 25% du poids du corps. Ce pourcentage est plus élevé chez les 
femmes, les personnes âgées, et chez les personnes en surpoids où il peut atteindre les 40 %. Ils sont 
répartis, chez l’homme, en plusieurs dépôts de localisation sous-cutanée ou viscérale (Figure 3). Les tissus 
adipeux sous-cutanés, qui représentent 80 % de la masse grasse totale chez un sujet sain, sont constitués 
de dépôts anatomiques distincts et sont composés d’une couche superficielle et d’une couche profonde 
séparées par le fascia de Scarpa (facia superficialis) (Lafontan and Girard, 2008). Les tissus adipeux 
viscéraux, présents dans la cavité abdominale (intra-péritonéale), sont composés des tissus omental et 
mésentérique entourant les organes de la cavité abdominale. En plus de ces deux dépôts majeurs, il existe 
d’autres dépôts situés au niveau du derme, de la face, des seins et des articulations (Zwick et al., 2018). 
D’un point de vue fonctionnel, les différents dépôts de tissu adipeux blanc sont tous capables de stocker 
le glucose et les lipides excédentaires sous forme de triglycérides (TG). 
b. Les adipocytes blancs 
Les adipocytes blancs matures sont de grosses cellules ayant un diamètre allant de 50 à 200 µm et 
participant aux fonctions principales des tissus adipeux blancs (Parlee et al., 2014). Ces cellules 
différenciées, donc ayant, par définition, perdues leurs capacités de proliférer, sont composées d’une 
gouttelette lipidique unique constituée de TG et entourée d’une monocouche de phospholipides et de 
cholestérol dans laquelle de nombreuses protéines sont insérées pour permettre de stabiliser cette 
gouttelette. Les adipocytes blancs proviennent de la différenciation des cellules souches 
mésenchymateuses (MSC) en adipocytes matures, appelée adipogenèse (Gesta et al., 2007). 
i. Adipogenèse des adipocytes blancs 
L’adipogenèse a un rôle important dans le développement du tissu adipeux blanc car, tout au long de 
notre vie, de nouveaux adipocytes sont formés, même si le taux de renouvellement est relativement bas 
chez le sujet mince (environ 10% par an chez l’homme) (Spalding et al., 2008). L’adipogenèse se déroule 
en deux étapes principales: l’engagement des MSC vers les pré-adipocytes, puis la différenciation 
terminale des pré-adipocytes en adipocytes matures (Figure 4) (Otto and Lane, 2005).  
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Les MSC sont des cellules pluripotentes ayant la capacité de se différencier en adipocytes, en myocytes, 
en chondrocytes et en ostéocytes (Covas et al., 2008). La caractérisation des MSC est rendue difficile par 
le manque de marqueurs membranaires unanimement acceptés. Elles sont généralement sélectionnées 
par leur capacité à adhérer au plastique des boîtes de culture. Néanmoins, il semble être aujourd’hui 
admis que l’absence d’antigènes de lignages hématopoïétiques (Lin- : CD45- Ter119- CD11b-) et la présence 
d’antigènes tels que PDGFRα (platelet-derived growth factor α), CD140a, CD105, et Sca-1 (stem cell 
antigen-1) chez la souris ou Stro-1 chez l’homme, permettent de caractériser ces cellules (Dennis and 
Charbord, 2002; Sarantopoulos et al., 2018). Dans les tissus adipeux blancs, les MSC, présentes au niveau 
de la paroi vasculaire, sont soumises à des facteurs présents dans le microenvironnement, favorisant leur 
différenciation en pré-adipocytes (Figure 4) (Koutnikova and Auwerx, 2001; Min et al., 2016).  
Les pré-adipocytes, présents dans la SVF et caractérisés par l’absence des marqueurs hématopoïétiques 
et des MSC et la présence des antigènes CD34, CD24 et Pref-1 (preadipocyte factor 1), se différencient, à 
leur tour, en adipocytes matures (Cawthorn et al., 2012; Gagnon et al., 2009; Sarantopoulos et al., 2018). 
Les connaissances moléculaires de cette étape proviennent principalement des études réalisées in vitro 
sur les fibroblastes 3T3-L1, une lignée cellulaire murine (dérivée des 3T3) ayant la capacité de se 
différencier en adipocytes dans des conditions de culture spécifiques, comprenant de l’insuline, des 
glucocorticoïdes (dexamethasone) et un activateur de la voie PKA (Protéine kinase A) (3-isobutyl-1-
methylxanthine, IBMX), qui reflètent assez bien les mécanismes qui se déroulent in vivo (Green and 
Kehinde, 1975). Comme décrit sur la figure 4, la présence de ces facteurs conduit à l’activation de deux 
facteurs de transcription essentiels à la différenciation des pré-adipocytes en adipocytes matures : 
C/EBPα (CCAAT/enhancer-binding protein α) et PPARγ2 (Peroxisome proliferator-activated receptor γ2). 
C/EBPα est un facteur de transcription de la famille des C/EBP et est nécessaire à la différenciation 
adipocytaire (Linhart et al., 2001). PPARγ2 est un récepteur nucléaire de type II de la famille des PPAR et 
est l’isoforme spécifiquement exprimée dans l’adipocyte. Il forme un hétérodimère avec RXRα (retinoic X 
receptor α) pour se lier à l’ADN sur des séquences appelées PPRE (PPAR response element). PPARγ2 est 
nécessaire et suffisant dans l’adipogenèse, puisque l’expression d’un dominant négatif de PPARγ2 diminue 
la différenciation des 3T3-L1, alors que la surexpression de PPARγ2, ou son activation par les 
thiazolinediones, induit la différenciation de fibroblastes en adipocytes (Scott et al., 2011; Tamori et al., 
2002; Tontonoz et al., 1994). Une fois exprimés, PPARγ2 et C/EBPα maintiennent, de manière 
coordonnée, leur expression grâce à une boucle de rétrocontrôle positive et induisent l’expression de 
leurs gènes cibles nécessaires à la fonction adipocytaire, incluant, entre autres, les gènes de la lipogenèse 
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comme la Stearoyl-CoA desaturase-1 (SCD1), la protéine de synthèse des acides gras (FASN), et la famille 
des protéines liant les acides gras (FABP3 et FABP4/aP2) (Rosen et al., 2002; Siersbaek et al., 2010) (Figure 
4).  
  
Figure 4: Les différentes étapes de l’adipogenèse  
Le contrôle de l’engagement des cellules souches mésenchymateuses (MSC) se fait par la balance entre les 
signaux activateurs ou inhibiteurs (comme par exemple les BMP (Bone morphogenetic protein), les 
contraintes mécaniques et la signalisation Wnt).  
La différenciation des pré-adipocytes en adipocytes matures met en jeu d’autres facteurs qui contribuent 
tous à l’expression de C/EBPα et PPARγ2, essentiels pour la différenciation des pré-adipocytes. L’insuline 
active le facteur de transcription SREBP1c (Sterol regulatory element-binding protein 1c) qui permet la 
production de ligands de PPARγ2 (peroxisome proliferator-activated receptor γ2), et donc son activation 
(Kim et al., 1998). L’insuline active aussi PKB qui inhibe GATA2 et GATA3 (fortement exprimés dans le pré-
adipocyte et qui empêchent la différenciation en adipocyte mature) et permet ainsi l’adipogenèse 
(Menghini et al., 2005). L’insuline peut aussi activer CREB (C-AMP Response Element-binding protein), via 
PKB, qui permet l’expression de C/EBPβ (CCAAT/enhancer-binding protein). Enfin, l’insuline inhibe FOXO1 
(Forkhead box protein O1), qui n’inhibe donc plus PPARγ2. Les BMP permettent aussi l’activation de 
PPARγ2, via SMAD1 (Rosen and MacDougald, 2006). L’AMP cyclique aussi phosphoryle CREB et permet 
donc l’expression de C/EBPβ. Les glucocorticoïdes permettent l’activation de C/EBPβ et C/EBPδ, via le 
récepteur aux glucocorticoïdes (GR). Les facteurs de croissance activent STAT5A/B (Signal transducer and 
activator of transcription 5) qui s’associe avec le GR et permet la formation de l’hétérodimère C/EBPδ - 
C/EBPβ (Floyd and Stephens, 2003). L’hétérodimère formé par C/EBPδ et C/EBPβ induit alors l’expression 
de C/EBPα (Hishida et al., 2009; Zhang et al., 2004a, 2004b). C/EBPα et PPARγ2 s’autorégulent et induisent 
l’expression des gènes importants de la lipogenèse et permettent ainsi au pré-adipocyte de se différencier 
en adipocyte mature (Rosen et al., 2002 ; Siersbaek et al., 2010).  
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Les adipocytes blancs matures sont, à la fin de l’adipogenèse, équipés de toute la machinerie 
moléculaire nécessaire à leurs fonctions de (1) stockage du glucose et des lipides sous forme de TG en 
période post-prandiale (lipogenèse et synthèse des TG), (2) libération des acides gras non-estérifiés 
(NEFA) à partir des TG en période de jeûne (lipolyse) et (3) sécrétion de facteurs endocrines permettant 
d’orchestrer de manière systémique l’homéostasie gluco-lipidique (entre le tissu adipeux, le foie et le 
muscle). 
ii. Fonctions métaboliques des adipocytes blancs 
La lipogenèse et la synthèse des triglycérides 
En situation post-prandiale, le glucose entre dans l’adipocyte, via son transporteur GLUT4, sous 
dépendance de la signalisation de l’insuline décrite dans la figure 2, et sert à la lipogenèse de novo. En 
effet, le glucose entre dans la glycolyse pour donner, après plusieurs étapes enzymatiques, du pyruvate. 
Le pyruvate entre ensuite dans la mitochondrie où il donne de l’acétyl-CoA et du citrate. Le citrate sort 
alors de la mitochondrie pour donner de l’acétyl-CoA, du malonyl-CoA, du palmityl-CoA et de l’acyl-CoA, 
comme décrit sur la figure 5. Au niveau moléculaire, la lipogenèse est contrôlée par plusieurs enzymes du 
métabolisme lipidique, telles que l’acetyl-CoA carboxylase 1 (ACC1) et FASN, régulées au niveau 
transcriptionnel par les facteurs de transcription SREBP-1c (sterol regulatory element-binding protein-1c) 
et ChREBP (carbohydrate response element-binding protein). Ces deux facteurs sont respectivement 
activés par la voie de signalisation de l’insuline de manière dépendante de PKB (protéine kinase B) (Figure 
2) et par les métabolites du glucose (Dentin et al., 2012; Ferré and Foufelle, 2007; Herman et al., 2012; 
Kim et al., 1998). ACC1 permet la production de malonyl-CoA à partir d’acétyl-CoA et FASN contrôle la 
production de palmitate. 
L’acyl-CoA est ensuite utilisé pour permettre la synthèse de TG. Pour cela, la glycolyse produit du glycérol-
3-phosphate (G3P) dont les fonctions alcool primaire et secondaire sont estérifiées par l’acyl-transférase, 
en utilisant deux acyl-CoA, pour former de l’acide phosphatidique. Dans un second temps, la 
phosphatidate phosphatase déphosphoryle cet acide phosphatidique pour donner du diacylglycérol. 
Enfin, le diacylglycérol réagit avec un troisième acyl-CoA pour donner le triacylglycérol, communément 
appelé triglycérides. Une fois synthétisés, les TG sont stockés dans l’adipocyte dans la gouttelette lipidique 
de manière stable, limitant ainsi la lipotoxicité que les lipides entrainent dans les autres types cellulaires 
(Konige et al., 2014). 
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Figure 5: Lipogenèse, production des triglycérides et lipolyse dans l’adipocyte 
(A gauche) L’apport de glucose par l’alimentation induit la sécrétion d’insuline par le pancréas. L’insuline se 
lie à son récepteur (IR) sur l’adipocyte, ce qui permet la translocation à la membrane plasmique du 
transporteur de glucose GLUT4, retenu jusque-là dans des vésicules (GLUT4 storage vesicles, GSV). Cela 
conduit ainsi à l’entrée massive de glucose dans l’adipocyte. Le glycérol-3-phosphate, un intermédiaire de la 
glycolyse, s’assemble avec trois NEFA pour former des triglycérides. L’Acyl-CoA participe à cette synthèse des 
triglycérides. Le lactate, produit à partir du pyruvate, agit de façon autocrine sur son récepteur, inhibant 
l’adényl cyclase, évitant ainsi la conversion d’ATP en AMP cyclique. La synthèse des TG a lieu au niveau du 
réticulum endoplasmique (RE), dont le feuillet luminal s’invagine pour former une petite gouttelette lipidique, 
qui rejoint et fusionne avec la gouttelette lipidique de l’adipocyte. Dans cette situation, la lipolyse est inhibée. 
PLIN1 interagit avec CG1-58, un co-activateur d’ATGL. De plus, l’insuline permet la conversion d’AMP cyclique 
en 5-AMP, par la PDE3B (phosphodiesterase 3B), ce qui diminue la phosphorylation d’ATGL et HSL.  
(A droite) Lors de la lipolyse, les triglycérides sont hydrolysés pour permettre le relargage de NEFA et de 
glycérol qui serviront aux tissus périphériques.  
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La lipolyse 
En situation de jeûne, l’adipocyte blanc libère des acides gras et du glycérol en hydrolysant des 
triglycérides, aussi appelé lipolyse (Figure 5). Le glycérol sera utilisé pour la gluconéogenèse dans le foie, 
tandis que les NEFA seront utilisés par les tissus métaboliquement actifs, tels que le muscle, pour 
permettre leur oxydation et couvrir leurs besoins énergétiques (Lafontan and Langin, 2009). Au niveau 
moléculaire, lors du jeûne, le taux de glucagon circulant est élevé et le système nerveux sympathique 
secrète des catécholamines. Ces facteurs activent les voies de signalisation dépendantes de leurs 
récepteurs (récepteur au glucagon et récepteurs β-adrénergiques, respectivement) et favorisent la 
production d’AMPc (adénosine monophosphate cyclique) dans l’adipocyte (Carmen and Víctor, 2006). 
L’AMPc permet l’activation de la PKA qui phosphoryle la périlipine 1 (PLIN1), qui protège habituellement 
l’intégrité de la gouttelette lipidique, et la protéine HSL (hormone-sensitive lipase). Bien qu’il existe 
plusieurs hypothèses moléculaires décrivant cette lipolyse stimulée, il semblerait que la phosphorylation 
de PLIN1 par la PKA modifie sa conformation, favorisant ainsi l’exposition des lipides de la gouttelette 
lipidique aux lipases, notamment à HSL phosphorylée. De plus, la phosphorylation de PLIN1 libérerait la 
protéine CGI-58 (comparative gene identification-58), permettant sa liaison activatrice avec la lipase ATGL 
(adipocyte triglyceride lipase). Une fois ce complexe mis en place au niveau de la gouttelette lipidique, 
ATGL hydrolyse les TG en diacylglycérols et en NEFA. La mise en évidence du rôle d’ATGL dans l’initiation 
de l’hydrolyse des TG a d’abord été montrée in vitro où son inhibition, grâce à un anticorps dirigé contre 
ATGL, diminuait l’hydrolyse des TG (Zimmermann, 2004). Sa fonction physiologique dans la mobilisation 
des lipides a été décryptée grâce à l’analyse des souris déficientes pour cette protéine qui présentent une 
accumulation des TG due à une altération de la lipolyse (Haemmerle et al., 2006). Les diacylglycérols sont 
à leur tour hydrolysés en mono-acylglycérides et en NEFA par HSL. Son rôle a été mis en évidence par le 
fait que les souris déficientes pour HSL présentent une accumulation des diacylglycérols dans différents 
tissus (Haemmerle et al., 2002). Les monoacylglycérols seront finalement convertis par la lipase MGL 
(monoacylglycerol lipase) en NEFA et glycérol. Les souris déficientes en MGL présentent une augmentation 
importante de monoacylglycérols dans différents tissus, dont le tissu adipeux épididymaire (Douglass et 
al., 2015). 
iii. Fonctions endocrines des adipocytes blancs 
Les adipocytes blancs matures ont une forte capacité de sécrétion et sont capables de réguler localement 
les cellules du microenvironnement du tissu adipeux, mais aussi les cellules des autres organes 
métaboliques distants (foie, pancréas, muscle…) et permettre ainsi la régulation de l’homéostasie gluco-
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lipidique (Scherer, 2006 ; Parimisetty et al., 2016). Le tissu adipeux blanc est capable de sécréter plus de 
600 molécules. Certaines sont exprimées préférentiellement par l’adipocyte, telles que la leptine et 
l’adiponectine, d’autres par les cellules de la SVF (TNFα) et d’autres sont partagées par les adipocytes et 
les cellules immunitaires (IL-6, CCL2…). Ces adipokines exercent des actions pléiotropes notamment sur la 
régulation du métabolisme du glucose, de la sensibilité à l’insuline, de l’adipogenèse, de l’angiogenèse, de 
la réponse immunitaire et de l’inflammation (Fève et al., 2016; Lehr et al., 2012). Le profil de ces facteurs 
sécrétés reflète l’état général du tissu adipeux. Etant donné l’importance du nombre de facteurs identifiés, 
je vais me concentrer sur quelques-uns bien décrits comme la leptine, l’adiponectine, la résistine, la retinol 
binding protein 4 (RBP4), la lipocaline (Lcn2) et l’omentine, sécrétés par l’adipocyte. Je discuterai aussi 
succinctement des lipokines (palmitoleate C16:1n7 et esters d’acides gras branchés à des acides gras 
hydroxylés – FAHFAs) sécrétées par les adipocytes (Tableau 3).  
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Tableau 3: Différents facteurs sécrétés par le tissu adipeux et leurs modifications 
dans le syndrome métabolique 
Adapté de Choi, Exp Cell Res, 2017. 
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La leptine 
Les travaux de Coleman en 1973 ont permis d’observer que la mise en parabiose d'une souris obèse ob/ob 
avec une souris obèse db/db entrainait une réduction de la prise alimentaire et une perte de poids de la 
souris ob/ob, suggérant l’existence d’une substance satiétogène dans la circulation (Coleman, 1973). Cette 
hormone de la satiété, appelée leptine, ne fut identifiée qu’en 1994, par clonage positionnel (Zhang et al., 
1994). Elle est sécrétée dans la circulation sanguine par les adipocytes en réponse à la prise alimentaire. 
En situation post-prandiale, la leptine agit principalement sur ses récepteurs centraux (LepRb) au niveau 
du noyau arqué de l’hypothalamus en dépolarisant directement les neurones à POMC, grâce à l’activation 
des canaux cationiques non sélectifs, stimulant la libération de l’hormone mélanotrope (α-MSH). La α-
MSH se lie ensuite à ses récepteurs (MC4R) sur les neurones du noyau paraventriculaire, réduisant ainsi 
l’appétit. Parallèlement, la leptine hyper-polarise les neurones à neuropeptide Y (NPY) / agouti-related 
peptide (AgRP) du noyau arqué, réduisant la production de ces deux peptides orexigènes et freinant ainsi 
le contrôle négatif du NPY sur les neurones à POMC (Friedman and Halaas, 1998; Saeed et al., 2018). La 
leptine augmente aussi l’expression d’un autre peptide hypothalamique anorexigène CART (cocaine- and 
amphetamine- regulated transcript) qui réprime la production du NPY. 
En plus de son rôle central sur le contrôle de la satiété, la leptine régule l’homéostasie gluco-lipidique, les 
fonctions gastriques, la dépense énergétique et l’immunité. En effet, la leptine exerce un effet hypo-
insulinémiant grâce au LepRb présent dans les cellules β des ilots de Langerhans du pancréas et servant à 
contrôler la sécrétion d'insuline post-prandiale (Kieffer et al., 1996). De plus, la leptine exerce aussi un 
effet régulateur sur la sécrétion de la somatostatine, qui inhibe la sécrétion d’hormones gastro-
intestinales et pancréatiques (insuline et glucagon) et favorise la vidange gastrique (Quintela et al., 1997). 
La leptine joue aussi un rôle dans l’oxydation des lipides et accélère la dépense énergétique des tissus 
périphériques, indépendamment de son rôle sur la prise alimentaire (Minokoshi et al., 2002). Enfin, la 
leptine est impliquée dans la maturation thymique des lymphocytes T, dans la polarisation des 
lymphocytes T naïfs en lymphocytes T Th1 et Th17 (T helper) aux dépens des lymphocytes T Th2 et 
lymphocytes T régulateurs (Treg), et favorise la sécrétion de cytokines pro-inflammatoires, telles que le 
TNFα (tumor necrosis factor-α) et l’IL-6 (interleukine-6) par les macrophages (Bennett et al., 1996; 
Loffreda et al., 1998; Lord et al., 1998; Reis et al., 2015). 
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 L’adiponectine 
L’adiponectine est sécrétée de façon constitutive par les adipocytes, et est très abondante dans la 
circulation sanguine (entre 10 à 20 µg/ml). L’adiponectine circule sous plusieurs formes multimériques de 
haut poids moléculaire (HMW) comprenant jusqu’à 12-18 trimères. De plus, un clivage protéolytique 
libère une forme globulaire peu abondante dans le plasma (Fruebis et al., 2001). Toutes ces formes ne 
semblent pas avoir les mêmes cibles cellulaires et les mêmes capacités de signalisation. En effet, si toutes, 
y compris la forme libre globulaire, induisent la réponse biologique de l’adiponectine dans le muscle, seule 
la forme multimérique HMW est active dans le foie. Cela suggère la présence de plusieurs récepteurs avec 
différentes affinités, ce qui a été confirmé par clonage des deux récepteurs à sept domaines 
transmembranaires de l’adiponectine, AdipoR1 et AdipoR2 (Yamauchi et al., 2003). AdipoR1 est un 
récepteur de haute affinité pour la forme globulaire, alors qu’AdipoR2 lie toutes les formes de 
l’adiponectine. Une fois liée à son récepteur, l’adiponectine induit une voie de signalisation activant 
l’AMPK (AMP-activated protein kinase). Dans le muscle, l’AMPK activée phosphoryle l’enzyme ACC1, 
augmentant l’oxydation des acides gras, et recrute APPL1 (Adaptor protein, phosphotyrosine interacting 
with PH domain and leucine zipper 1), ce qui pourrait permettre d’expliquer l’augmentation de la 
translocation de GLUT4 à la membrane, via la phosphorylation de PKB (Fruebis et al., 2001; Towler and 
Hardie, 2007; Yamauchi et al., 2002). Dans le foie, l’AMPK activée phosphoryle le facteur de transcription 
TORC2 (Transducer of cAMP response element-binding protein 2), le piégeant dans le cytoplasme. Or, 
TORC2 est nécessaire pour permettre l’expression des gènes de la néoglucogenèse, tels que la 
phosphoenolpyruvate carboxykinase (PEPCK) et la glucose-6-phosphatase (G6Pase) (Ryu et al., 2009). La 
production hépatique de glucose sera ainsi inhibée. Les effets métaboliques de l’adiponectine sont donc 
bénéfiques sur l’homéostasie gluco-lipidique et limitent le développement de la résistance à l’insuline. 
Comme la leptine, l’adiponectine joue aussi des rôles « non métaboliques », notamment sur les cellules 
immunitaires. En effet, l’adiponectine inhibe la prolifération des macrophages et favorise leur polarisation 
en macrophages anti-inflammatoires aux dépens des macrophages pro-inflammatoires. De plus, elle 
permet le recrutement et l’activation des cellules lymphoïdes innées de type 2 (ILC2), alors qu’elle 
supprime l’activation des cellules NK (natural killer), des neutrophiles, des cellules dendritiques et des 
lymphocytes T γδ (Luo and Liu, 2016).  
 Les autres adipokines 
De manière similaire à l’adiponectine, l’omentine est exprimée par le tissu adipeux omental des sujets 
sains et son expression est diminuée chez l’homme lors de l’obésité (Yang et al., 2006). Cette adipokine 
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potentialise l’effet de l’insuline. En revanche, d’autres adipokines semblent être exprimées 
préférentiellement en conditions pathologiques. Par exemple, la résistine, RBP4 et Lcn2 sont peu 
exprimées chez le sujet sain mais ont des taux sanguins élevés chez les sujets obèses (Ramanjaneya et al., 
2010; Steppan and Lazar, 2004; Xiao et al., 2013). Démontrant un rôle important de ces adipokines dans 
le développement de la résistance à l’insuline, l’administration de la résistine à des souris aggrave la 
résistance à l’insuline et la tolérance au glucose alors que sa diminution améliore la sensibilité à l’insuline 
(Steppan et al., 2001). De même, l’administration de la protéine RBP4 altère la signalisation de l’insuline 
dans le muscle et induit la production hépatique de glucose (Graham and Kahn, 2007 ; Yang et al., 2005). 
Enfin, la Lcn2 induit in vitro une résistance à l’insuline dans les adipocytes et les hépatocytes (Yan et al., 
2007). Le rôle de ces adipokines reste à être démontré chez l’homme. 
Les adipocytes sécrètent également des lipokines, des oxystérols, des vésicules extracellulaires, des micro-
ARN et des hormones stéroïdiennes qui participent au contrôle de l’expression de gènes importants dans 
le métabolisme lipidique et l’inflammation (Choi and Cohen, 2017). Parmi les lipokines, on retrouve 
notamment la sécrétion du palmitoléate C16:1n7 et les FAHFAs. Le palmitoléate C16:1n7 est capable de 
stimuler l’action de l’insuline dans le muscle et de diminuer la stéatose hépatique (Cao et al., 2008). Les 
FAHFAs améliorent la sensibilité à l’insuline en stimulant la sécrétion de GLP-1 ou en agissant directement 
sur les cellules β pancréatiques, augmentent le transport de glucose et diminuent l’inflammation (Moraes-
Vieira et al., 2016; Yore et al., 2014). De plus, les adipocytes sécrètent aussi des vésicules extracellulaires 
de deux tailles différentes ayant des propriétés physiques, des marqueurs, une composition lipidique et 
une réponse aux stimuli biologiques différents (Durcin et al., 2017). 
c. Dysfonctions du tissu adipeux blanc lors de l’obésité 
L’obésité est l’expansion dramatique du tissu adipeux qui s’accompagne de modifications importantes de 
sa structure et des fonctions adipocytaires. 
i. Défaut d’expansion des tissus adipeux blancs lors de l’obésité 
Lors d’un apport accru en calories, les tissus adipeux tentent, dans un premier temps, d’augmenter leur 
capacité de stockage de la surcharge calorique en augmentant la taille (hypertrophie) et le nombre 
(hyperplasie) de leurs adipocytes. Néanmoins, les mécanismes d’hypertrophie et d’hyperplasie et leurs 
effets bénéfiques ou délétères sont spécifiques à chaque dépôt de tissu adipeux blanc et diffèrent selon 
l’espèce considérée. En effet, chez l’homme obèse, il est maintenant admis que le développement excessif 
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des tissus adipeux viscéraux est délétère, alors celui des tissus adipeux sous-cutanés est protecteur vis-à-
vis des pathologies associées à l’obésité (Porter et al., 2009; Snijder et al., 2005). A l’inverse, chez la souris, 
il a été rapporté que l’expansion du tissu adipeux péri-gonadique, longtemps considéré comme 
« équivalent » aux tissus adipeux viscéraux humains, est bénéfique vis-à-vis des désordres métaboliques 
(Foster et al., 2013). De plus, il semble que les tissus adipeux sous-cutanés et viscéraux ne se développent 
pas de la même façon chez l’homme et la souris. Chez la souris, les tissus adipeux sous-cutanés 
s’expandent par hypertrophie alors que le tissu adipeux péri-gonadique s’expand par hypertrophie et 
hyperplasie (Joe et al., 2009). A l’inverse, chez l’homme, les tissus adipeux sous-cutanés s’expandent par 
hypertrophie et hyperplasie, alors que les tissu adipeux viscéraux s’expandent plutôt par hypertrophie 
(Drolet et al., 2008). Néanmoins, ces données chez l’homme, comme chez la souris, peuvent diverger selon 
l’âge, le sexe et le degré d’obésité (Zerradi et al., 2014).  
Les adipocytes et leurs progéniteurs sont organisés dans un réseau de matrice extracellulaire. Cette 
matrice est en modification constante ce qui permet au tissu adipeux de s’expandre rapidement en cas de 
prise de poids, en régulant notamment l’adipogenèse et la croissance des gouttelettes lipidiques. La 
fibrose est un processus qui se développe suite à une altération de la balance entre la synthèse des 
composants de la matrice extracellulaire et la dégradation de ceux-ci. Elle est caractérisée par une 
accumulation en excès de composants de la matrice extracellulaire. Différents facteurs, tels que le TGFβ 
et le PDGF (platelet-derived growth factor), activent les fibroblastes et contrôlent cette dynamique de la 
matrice extracellulaire. Par exemple, le TGFβ, considéré comme le signal pro-fibrotique majeur, induit 
l’expression de CTGF (connective tissue growth factor) dans les adipocytes, qui a été montré comme 
inhibant la différentiation adipocytaire (Tan et al., 2008). Les adipocytes hypertrophiques expriment HIF-
1α et la lysyl oxidase (un gène cible de HIF-1α), importante dans la formation des fibres de collagènes, 
déterminants dans le développement de la fibrose (Halberg et al., 2009). Par exemple, le collagène VI est 
augmenté dans le tissu adipeux lors d’une prise de poids et sa déplétion dans les souris obèses améliore 
les paramètres métaboliques et le statut inflammatoire (Khan et al., 2009). En effet, lors de l’obésité, la 
fibrose du tissu adipeux limite son expansion, le tissu adipeux ne pourra alors plus capter les acides gras 
et va en libérer, ce qui contribue à l’accumulation ectopique de lipides dans les autres tissus, participant 
ainsi à la résistance à l’insuline systémique et donc aux pathologies liées à l’obésité (Moreno-Indias and 
Tinahones, 2015).  
De manière générale, tant que les tissus adipeux blancs sont capables de gérer les lipides excédentaires, 
les désordres métaboliques restent faibles, comme chez les obèses morbides « métaboliquement sains » 
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(Jung et al., 2017). Il a été décrit que les pré-adipocytes de sujets obèses ont une capacité réduite de 
différenciation en adipocytes matures et que les MSCs de sujets obèses prolifèrent moins et se 
différencient moins, ce qui pourrait entrainer une altération de l’expansion du tissu adipeux et conduire 
aux pathologies liées à l’obésité (De Girolamo et al., 2013; Isakson et al., 2009; Moreno-Indias and 
Tinahones, 2015). Des approches thérapeutiques favorisant l’adipogenèse en activant la voie PPARγ2 par 
la rosiglitazone (un dérivé des thiazolidinediones) ont montré une amélioration des paramètres 
métaboliques chez les souris obèses db/db et présentent des effets antidiabétiques chez l’homme (Koh et 
al., 2009; Saltiel and Olefsky, 1996).  
 
ii. Défauts des fonctions métaboliques des adipocytes blancs 
Lors de l’obésité, les fonctions métaboliques des adipocytes blancs sont fortement perturbées. Tout 
d’abord, la stimulation du transport de glucose par l’insuline est fortement altérée. En effet, on retrouve 
un défaut de signalisation insulinique, une réduction de l’expression du transporteur de glucose GLUT4 et 
des défauts de translocation de GLUT4 à la membrane (Kaddai et al., 2009a). Ces défauts de transport de 
glucose pourraient être un élément déclencheur des désordres métaboliques observés dans l’adipocyte. 
Supportant cette hypothèse, le transport de glucose est à la base de plusieurs des fonctions métaboliques 
de l’adipocyte et l’invalidation de GLUT4, spécifiquement dans l’adipocyte, conduit à une résistance à 
l’insuline sévère et systémique (touchant le tissu adipeux, le foie et le muscle) (Abel et al., 2001).  
La lipolyse est, elle aussi, altérée lors de l’obésité, entrainant un relargage de NEFA et leur accumulation 
dans d’autres cellules du tissu adipeux (macrophages) et des dépôts de lipides ectopiques dans le foie et 
le muscle, entrainant une lipotoxicité (Wueest et al., 2009). Les mécanismes mis en jeu ne sont pas encore 
bien connus, mais peuvent faire intervenir, d’une part, la signalisation insulinique et, d’autre part, la voie 
des catécholamines. En effet, la signalisation insulinique est diminuée lors de l’obésité dans l’adipocyte, 
or l’insuline inhibe la lipolyse en activant la phosphodiestérase 3B (PDE3B), réduisant ainsi la production 
d’AMPc, nécessaire à l’activation de la PKA (Figure 5). Néanmoins, cet effet de levée d’inhibition serait 
moins important que l’activation de la lipolyse par les catécholamines, dont les effets lipolytiques sont 
augmentés dans les tissus adipeux viscéraux (Morigny et al., 2016). De manière intéressante, c’est la 
lipolyse basale, et non stimulée, qui est augmentée chez les sujets obèses et qui corrèle avec la résistance 
à l’insuline (Duncan et al., 2007). Le contrôle de la lipolyse basale est encore moins bien connu que la 
lipolyse stimulée, mais semble faire intervenir ATGL, CGI-58 et PLIN1. L’expression de PLIN1 est diminuée 
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dans l’adipocyte de sujet obèse et pourrait expliquer l’augmentation de la lipolyse basale (Moreno-Indias 
and Tinahones, 2015). 
 
iii. Défauts des fonctions endocrines des adipocytes blancs 
La perturbation des fonctions métaboliques des adipocytes lors de l’obésité conduit à une dysfonction 
globale de l’adipocyte et des cellules de la SVF qui se répercute sur les capacités de sécrétion du tissu 
adipeux, répertoriées dans le tableau 3. Dans certains cas, comme pour le RBP4 et les FAHFAs, les défauts 
de sécrétion sont directement dus à l’altération de l’entrée de glucose dans l’adipocyte (Graham et al., 
2006; Moraes-Vieira et al., 2016; Yang et al., 2005). Pour les autres facteurs, les mécanismes ne sont pas 
encore tous compris. Les variations de la sécrétion de certains facteurs peuvent dépendre de la 
perturbation de l’homéostasie cellulaire au sein du tissu, alors que d’autres pourraient être dues à l’état 
de souffrance des adipocytes hypertrophiques. En effet, les adipocytes hypertrophiques présentent des 
dommages à l’ADN qui induisent la sécrétion, par l’adipocytes, de cytokines et chimiokines pro-
inflammatoires (IL-6, chemokine (C-X-C motif) ligand 1, CXCL1 et chemokine ligand 2, CCL2) qui pourraient 
être à l’origine de la mise en place d’une inflammation à bas bruit dans le tissu adipeux (Minamino et al., 
2009; Vergoni et al., 2016). 
 
2. Le tissu adipeux brun 
Le tissu adipeux brun (BAT) est un tissu présent chez les mammifères hibernants et les rongeurs dans la 
région interscapulaire (Lee et al., 2013). Chez l’homme, les dépôts de BAT sont plus discrets, et sont 
surtout présents chez le nouveau-né. On les retrouve principalement dans les régions cervicale, supra-
claviculaire et paravertébrale (Lee et al., 2013). 
Le BAT est composé principalement d’adipocytes bruns qui sont de petits adipocytes multiloculaires 
contenant un très grand nombre de mitochondries et qui expriment fortement la protéine mitochondriale 
découplante UCP-1. Ces adipocytes ont une très grande capacité à transporter le glucose, mais ils 
l’utilisent pour générer de la chaleur. En effet, les acides gras produits par la lipogenèse sont oxydés et 
convertis en chaleur par la protéine UCP1, plutôt qu’en énergie (ATP) (Ricquier, 2017). Cette fonction 
thermogénique permet de maintenir la température corporelle, notamment des animaux lors de leur 
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hibernation. L’exposition au froid favorise aussi le développement du BAT, chez le rongeur, en induisant 
la voie noradrénergique du système nerveux sympathique (Gnad et al., 2014).  
Les adipocytes bruns trouvent leur origine dans les MSCs des somites exprimant Myf5, Homeobox protein 
engrailed-1 et PAX-7. Ces MSCs peuvent aussi se différencier en cellules du muscle squelettique mais ne 
peuvent pas donner d’adipocytes blancs (Pradhan et al., 2017). Comme pour les adipocytes blancs, de 
nombreux facteurs sont capables de favoriser la différenciation des MSCs en précurseurs adipocytaires. 
D’un point de vue mécanistique, ces facteurs, tels que BMP7 (bone morphogenetic protein 7), conduisent 
à l’expression du facteur de transcription PRDM16 (PR domain containing 16) qui est essentiel à la 
différenciation et au maintien de l’identité des adipocytes bruns (Harms et al., 2014).  
Les travaux de Rothwell et Stock en 1979, suggèrent que, chez le rat, le BAT pourrait permettre de 
préserver la balance énergétique et donc de prévenir la prise de poids, suite à une prise alimentaire 
excessive, en activant la thermogenèse (Rothwell and Stock, 1979). Ces travaux sont à l’origine de 
nombreux axes de recherches tentant de moduler la biogenèse et la fonction du BAT pour réduire 
l’obésité. Plus tard, une autre étude a montré qu’un modèle de souris transgéniques qui avaient une 
déficience en BAT prenaient plus de poids que les souris contrôles (Lowell et al., 1993; Melnyk et al., 1997). 
Le BAT de souris soumises à un régime riche en graisses présente une augmentation de l’inflammation 
associée à une résistance à l’insuline des adipocytes bruns (Roberts-Toler et al., 2015). Les adipocytes 
bruns de ces souris obèses ont une diminution de l’expression d’UCP1 et de transport de glucose, pouvant 
indiquer une diminution de la dépense énergétique. 
3. Les adipocytes beiges 
Les adipocytes beiges ou « brite » (brown in white) se trouvent au sein des tissus adipeux blancs sous-
cutanés dans certaines conditions. Les adipocytes beiges partagent plusieurs caractéristiques avec les 
adipocytes bruns, telles que l’expression d’UCP1 et la capacité de faire de la thermogenèse (Harms and 
Seale, 2013). Cependant, les adipocytes bruns, blancs et beiges sont trois types cellulaires différents. Ils 
n’ont pas les mêmes précurseurs, ne sont pas régulés de la même façon et l’expression de leurs gènes est 
contrôlée différemment. En effet, les adipocytes bruns expriment fortement UCP1 et d’autres gènes 
importants pour la thermogenèse en condition basale, alors que les adipocytes beiges expriment ces 
gènes uniquement en réponse à des activateurs, tels que des agonistes du récepteur β-adrénergique ou 
de PPARγ2 (Petrovic et al., 2010; Wu et al., 2013). Les adipocytes blancs et beiges ont des profils géniques 
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différents ; en l’absence d’exposition au froid, les adipocytes beiges peuvent avoir les mêmes fonctions 
que les adipocytes blancs et, en cas d’exposition au froid, ils peuvent faire de la thermogenèse (Rosenwald 
et al., 2013). La prolifération des précurseurs des adipocytes beiges est contrôlée par l’IL-4, très présente 
dans le tissu adipeux de sujets sains (Brestoff et al., 2015). Le rôle des adipocytes beiges est bénéfique 
pour prévenir l’obésité et ses complications métaboliques (Poekes et al., 2015).  
Nous venons de voir que les tissus adipeux, dysfonctionnels chez le sujet obèse, jouent un rôle 
central dans la mise en place de la résistance à l’insuline systémique en contrôlant le flux d’acides gras. 
Les mécanismes de la défaillance de fonction des tissus adipeux blancs semblent trouver leurs origines 
dans le microenvironnement des adipocytes, notamment des cellules immunitaires. 
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III. Les cellules immunitaires du tissu adipeux et leurs implications dans la 
résistance à l’insuline 
 
De nombreuses cellules immunitaires, présentes dans la SVF du tissu adipeux blanc, jouent un rôle 
important dans la régulation des fonctions des adipocytes en conditions physiologiques. Des modifications 
de ces cellules immunitaires participent à la physiopathologie des complications métaboliques de 
l’obésité. En effet, lors du développement de l’obésité, les populations de cellules immunitaires évoluent 
au sein du tissu adipeux d’un profil plutôt anti-inflammatoire vers un profil pro-inflammatoire (Figure 6). 
 
 
 
Figure 6: Remodelage du tissu adipeux lors de l’obésité 
(A gauche) Le tissu adipeux de sujet sain est principalement composé de cellules plutôt anti-inflammatoires, telles 
que des macrophages anti-inflammatoires, des cellules dendritiques dans un état de tolérance, des lymphocytes 
Treg et Th2, des ILC et des éosinophiles. 
(A droite) Lors de l’obésité, il y a une infiltration de cellules immunitaires et un changement de phénotype vers 
un état pro-inflammatoire conduisant à une augmentation de l’inflammation dans le tissu adipeux. Nous 
retrouvons notamment des macrophages pro-inflammatoires, des cellules dendritiques activées, des lymphocytes 
Th17, Th1, CD8+, γδ, des MAIT, des lymphocytes B et des neutrophiles.  
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1. Les macrophages 
a. Généralités 
Les macrophages sont des cellules de l’immunité innée qui constituent la première ligne de défense contre 
les pathogènes. Ils sont spécialisés dans la reconnaissance de motifs fortement conservés associés aux 
pathogènes (PAMP, pathogen-associated molecular pattern), tels que les lipoprotéines, les acides 
nucléiques et le LPS (lipopolysaccharide). Pour cela, les macrophages expriment à leur surface des 
récepteurs reconnaissant ces motifs, les PRR (pattern recognition receptor). La reconnaissance de PAMP 
par les PRR induit l’activation des macrophages qui sécrètent alors des facteurs pro-inflammatoires et 
antimicrobiens (Medzhitov, 2001). 
 
Origine  
Les macrophages ont longtemps été considérés comme des phagocytes issus de la différenciation des 
monocytes circulants suite à leur entrée dans un tissu. A l’état basal, les monocytes sont présents dans la 
moelle osseuse, la rate et la circulation sanguine ; ils possèdent des récepteurs aux chimiokines et des 
molécules d’adhésion permettant leur migration et leur entrée dans les tissus en cas d’infection. Une fois 
dans ces tissus, ils se différencient en macrophages ou cellules dendritiques (DC) en fonction du 
microenvironnement tissulaire (Dunay et al., 2008; Geissmann et al., 2010; Narni-Mancinelli et al., 2007). 
Cependant, les apports technologiques récents permettant le lignage des cellules a permis de démontrer 
que les macrophages résidants des tissus ne proviennent pas tous de précurseurs monocytaires, mais 
qu’un grand nombre sont produits au cours du développement embryonnaire et sont maintenus dans les 
tissus jusqu'à l’âge adulte de manière indépendante du flux de monocytes sanguins (Davies et al., 2013; 
Gautier and Yvan-Charvet, 2014).  
 
Populations de macrophages 
Dans les tissus, les macrophages ont été classés historiquement en deux grandes populations en fonction 
des marqueurs qu’ils expriment et des facteurs qu’ils sécrètent. On retrouve les macrophages plutôt pro-
inflammatoires de type M1 (CD11c+ CD38+ CD163+), et les macrophages plutôt anti-inflammatoires (ou 
immuno-régulateurs) de type M2 (CD206+ CD301+) (Jablonski et al., 2015; Ying et al., 2013). Les 
connaissances sur ces populations et leurs classifications proviennent principalement d’études de 
différenciation in vitro à partir de macrophages dérivés de moelle osseuse (BMDM).  
Ces études montrent que des macrophages non polarisés en contact avec l’IFNγ (interféron γ) (seul 
membre de la famille de l’IFN de type II) et le LPS se polarisent en macrophages de type M1. Pour cela, le 
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LPS, reconnu par son récepteur, le TLR4 (toll-like receptor 4), conduit à l’activation des facteurs de 
transcription NFκB (nuclear factor-kappa B) et AP-1 (activator protein-1), de façon dépendante de 
l’adaptateur MyD88 (myeloid differentiation primary response 88). NFκB et AP-1 permettent ensuite 
l’expression de cytokines pro-inflammatoires, telles que l’IL-12. De façon indépendante de MyD88, la 
signalisation du TLR4 conduit à l’expression des IFN de type I, via l’adaptateur TRIF (TIR-domain-containing 
adapter-inducing IFN) et les facteurs de transcription IRF (IFN regulatory factor) (Lu et al., 2008). L’IFNγ 
permet l’expression de ces gènes cibles impliqués dans la réponse anti-virale, via la signalisation 
JAK/STAT1. Les macrophages de type M1 ont une activité anti-microbienne et anti-tumorale importante 
et favorisent la réponse Th1. Ils sécrètent des cytokines pro-inflammatoires, telles que le TNFα, l’IL-6, l’IL-
1β, l’IL-12, les IFN de type I (IFNα et IFN β). De plus, ils expriment la protéine iNOS (inductible Nitric Oxide 
Synthase) qui leur permet de produire de l’oxide nitrique (NO), nécessaire à leur activité cytotoxique et 
anti-microbienne à partir de la L-arginine (MacMicking et al., 1997). 
 
A l’inverse, les macrophages non polarisés en contact avec l’IL-4 et l’IL-13 se polarisent en macrophages 
de type M2. Au niveau moléculaire, ces cytokines permettent la phosphorylation de STAT6 (signal 
transducer and activator of transcription 6) qui migre dans le noyau afin de permettre la transcription de 
ses gènes cibles, importants pour les macrophages M2. Les macrophages de type M2 ont une forte activité 
phagocytique grâce à leur expression importante de récepteurs de surface, tels que les récepteurs du 
mannose (CD206), du galactose (CD301), scavengers et CLEC7A (Dectin-1) (Martinez et al., 2009). De plus, 
les macrophages de type M2 ont un rôle important de régulateurs en atténuant l’inflammation grâce à la 
sécrétion d’IL-10 et l’expression de l’arginase et de l’IL-1 decoy receptor. En effet, l’IL-10 est connue pour 
son rôle anti-inflammatoire sur les autres cellules immunitaires (Sabat et al., 2010). De plus, l’IL-1 decoy 
receptor piège l’IL-1α et l’IL-1β, réduisant leurs actions pro-inflammatoires (Mantovani et al., 2001). Enfin, 
l’arginase hydrolyse la L-arginine en L-ornithine et urée, diminuant ainsi la production d’oxide nitrique 
(Rath et al., 2014). 
 
b. Origine des macrophages du tissu adipeux 
Dans le tissu adipeux de sujet mince, les macrophages représentent environ 10 à 15% des cellules 
immunitaires (Weisberg et al., 2003). L’origine des macrophages du tissu adipeux (ATM) reste encore, à 
ce jour, fortement débattue. Si nous nous basons sur les connaissances actuelles, les ATM semblent 
principalement dérivés de la moelle osseuse par recrutement des monocytes grâce à la chimiokine CCL2 
(Boutens and Stienstra, 2016). Néanmoins, des travaux récents suggèrent qu’au moins une partie des ATM 
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dériverait des progéniteurs embryonnaires (et donc pas des monocytes) qui s’auto-renouvèleraient 
(Hassnain Waqas et al., 2017). La question de leur origine reste donc ouverte, et des études plus poussées 
avec du « lineage tracing » pourraient permettre de mieux comprendre l’origine de ces ATM et les 
mécanismes qui régulent leur entrée dans le tissu adipeux. 
 
c. Populations et fonctions physiologiques des macrophages du tissu adipeux 
Bien que le paradigme M1 / M2 ait été très utile conceptuellement pour appréhender l’hétérogénéité des 
populations de macrophages, des études récentes suggèrent que ce modèle ne peut décrire de manière 
correcte la fonction des ATM. En effet, l’équipe du Dr Ferrante a montré que les ATM ont une capacité de 
dégradation lysosomale et un métabolisme des lipides importants, probablement pour éliminer les 
adipocytes en train de mourir et leur réserve en acides gras (Coats et al., 2017; Xu et al., 2013). En 2014, 
une étude de l’équipe du Dr Becker a mis en évidence que les acide gras saturés, présents dans le 
microenvironnement du tissu adipeux, induisaient une polarisation des macrophages vers un état « 
métaboliquement actif » (macrophages MMe) qui sont distincts des macrophages de type M1 et M2 (Kratz 
et al., 2014). En effet, les macrophages MMe ont la même expression des marqueurs CD38 et CD163 que 
les macrophages M1, mais expriment un peu moins de TNFα, d’IL-1β et d’IL-6. Chez l’homme, une 
approche protéomique a montré que les marqueurs d’activation classiques étaient absents des ATM qui 
expriment certains marqueurs M2 (ABCA1, CD36 et PLIN2) mais sécrètent des cytokines pro-
inflammatoires (IL-1β, IL6, TNFα), soulignant le profil particulier de ces MMe (Kratz et al., 2014).   
En plus de leurs fonctions immunitaires, les ATM pourraient avoir d’autres fonctions spécifiques dans le 
tissu adipeux. Premièrement, ils joueraient un rôle important dans la clairance des adipocytes mourants 
et participeraient donc au renouvellement des adipocytes (Stienstra et al., 2014; Xu et al., 2013). 
Deuxièmement, les ATM sont capables d’absorber les lipides présents dans le milieu extracellulaire du 
tissu adipeux. Ce mécanisme pourrait participer à la diminution de la lipotoxicité en réduisant localement 
les niveaux d’acides gras. Cependant, ces macrophages chargés en lipides, appelés cellules spumeuses, 
ont plutôt des caractéristiques pro-inflammatoires et contribuent à la résistance à l’insuline (Prieur et al., 
2011). Troisièmement, les ATM, et plus précisément les macrophages CD206+ du tissu adipeux, semblent 
fournir une niche aux précurseurs adipocytaires, inhibant leur prolifération de façon dépendante de la 
signalisation du TGFβ (transforming growth factor β) (Nawaz et al., 2017). Enfin, les ATM semblent 
essentiels aux changements de la matrice extracellulaire, nécessaires au développement (ou expansion) 
du tissu adipeux (Choe et al., 2016).  
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Figure 7: Polarisations anti- et pro-inflammatoires des macrophages du tissu adipeux   
(A gauche) L’IL-4 active STAT6, via l’IL-4Rα, qui permet l’expression des gènes importants pour les fonctions des 
macrophages anti-inflammatoires. Cela conduit à la sécrétion de cytokines anti-inflammatoires, telles que l’IL-
10, et l’expression de divers marqueurs (CD206, CD301, CD163). Ces macrophages sont plutôt dans un état de 
phosphorylation oxydative. Ces macrophages sont retrouvés dans le tissu adipeux de sujet sain et permettent 
le maintien de la sensibilité à l’insuline. 
(A droite) L’IFNγ et le LPS, via l’IFNAR (récepteur de l’IFNγ) et le TLR4 (récepteur du LPS) activent les facteurs de 
transcription STAT1, AP1 et NFκB ayant pour gènes cibles les gènes importants pour les macrophages pro-
inflammatoires. Cela conduit à la sécrétion de cytokines pro-inflammatoires, telles que l’IL-1β, IL-6, IL-8, IL-12, 
IFN de type 1, TNFα, et l’expression de divers marqueurs (CD11c, Marco). Ces macrophages sont augmentés 
dans le tissu adipeux de sujet obèse et sont responsables du développement de la résistance à l’insuline. 
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d. Les macrophages dans le tissu adipeux en conditions pathologiques 
i. Evénement précoce : augmentation du nombre de macrophages 
Un des premiers événements après le début d’un régime riche en graisses est l’augmentation du nombre 
de macrophage dans le tissu adipeux (Vergoni et al., 2016; Wernstedt Asterholm et al., 2014). Cette 
augmentation peut avoir pour origine une augmentation du recrutement de monocytes, une 
augmentation de la survie et la prolifération des macrophages, et/ou une augmentation de la rétention 
des macrophages.  
 
L’hypothèse de l’augmentation du recrutement de monocytes est soutenue par l’augmentation de la 
sécrétion par le tissu adipeux d’obèses de la chimiokine CCL2, connue pour recruter les monocytes 
circulants (Bruun et al., 2005; Vergoni et al., 2016). La sémaphorine 3E, comme CCL2, participe au 
recrutement des macrophages dans le tissu adipeux et est sécrétée par les adipocytes hypertrophiques 
(Shimizu et al., 2013). De plus, l’augmentation de la différenciation de cellules souches hématopoïétiques 
(LSK : Lin-/Sca+/c-Kit+) présentes dans le tissu adipeux a été observée lors de l’obésité (Luche et al., 2017). 
L’augmentation de la survie et prolifération des macrophages pourraient aussi participer à l’augmentation 
du nombre de macrophages. La survie et la prolifération des macrophages dépendent de l’activation des 
voies de signalisation sous le récepteur du M-CSF (macrophage colony stimulating factor), CSF-1R. 
Néanmoins, le rôle du M-CSF dans cette augmentation de la survie et prolifération des macrophages n’est 
pas si évident car, si la quantité de M-CSF est augmentée dans le tissu adipeux de patients obèses, elle 
reste inchangée dans le tissu adipeux de souris obèses (Levine et al., 1998; Sugita et al., 2007). De manière 
intéressante, une autre cytokine fortement exprimée dans le tissu adipeux de sujets obèses, l’IL-34, est 
capable de se lier à CSF-1R et de l’activer et pourrait donc participer à l’augmentation de la survie et 
prolifération des macrophages lors de l’obésité (Chang et al., 2014; Wang et al., 2012). De plus, et de 
manière indépendante de la voie de signalisation du CSF-1R, la chimiokine CCL2, fortement exprimée par 
les adipocytes de sujets obèses, a été montrée comme favorisant la prolifération locale des ATM 
provenant d’explants de tissu adipeux humain (Amano et al., 2014). Enfin, la survie des macrophages 
pourrait être liée à l’activité des ILC1. En effet, les ILC1 de tissu adipeux de sujets sains ont un fort pouvoir 
cytotoxique sur les macrophages. Lors de l’obésité, les populations d’ILC1 impliquées dans ce contrôle des 
macrophages sont diminuées dans le tissu adipeux et perdent leur capacité de cytotoxicité, favorisant 
ainsi la survie des macrophages (Boulenouar et al., 2017). Un autre mécanisme permettant d’augmenter 
le nombre de macrophages pourrait être une plus forte rétention des macrophages dans le tissu adipeux 
lors de l’obésité. En effet, la balance entre les signaux attracteurs et répulseurs change, favorisant la 
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rétention des macrophages dans le tissu adipeux. Supportant cette hypothèse, l’expression de la nétrine-
1, impliquée dans la rétention des macrophages, est augmentée dans le tissu adipeux de souris et de 
patients obèses (Ramkhelawon et al., 2014). De manière générale, la part de ces différents mécanismes 
n’est pas encore bien connue, mais il semble probable qu’ils contribuent tous dans l’augmentation du 
nombre de macrophages dans le tissu adipeux lors de l’obésité. 
ii. Evénement tardif : polarisation des ATM vers un profil pro-inflammatoire 
 Un autre bouleversement important ayant lieu lors de l’obésité est la modification de la balance entre les 
différentes sous-populations de macrophages. En effet, le tissu adipeux de sujets minces est 
principalement composé de macrophages immuno-régulateurs, alors que le tissu adipeux de sujets obèses 
est majoritairement composé de macrophages pro-inflammatoires (Figure 7) (Kraakman et al., 2014). Ces 
macrophages sécrètent divers facteurs, tels que l’IL-1β, le TNFα et la chimiokine CXCL5, qui participent à 
la mise en place de la résistance à l’insuline (Chavey et al., 2009). Cette modification de la polarisation des 
macrophages trouve certainement son origine dans le microenvironnement du tissu adipeux de sujets 
obèses qui serait favorable à une polarisation pro-inflammatoire, notamment à cause de la surcharge en 
acides gras saturés qui peuvent altérer le métabolisme du macrophage et induire sa polarisation en 
macrophage pro-inflammatoire, en absence de liaison directe des acides gras avec le TLR4, comme ce qui 
était longtemps suggéré (Lancaster et al., 2018). D’autre part, un niveau élevé d’IFNγ, sécrété par les 
lymphocytes T, favorise une polarisation pro-inflammatoire (Lee et al., 2003; Rocha et al., 2008; Shi et al., 
2006). En effet, l’invalidation de l’IFNγ diminue l’inflammation du tissu adipeux de souris soumises à un 
régime riche en graisses (Rocha et al., 2008). 
  
2. Les neutrophiles 
Les neutrophiles sont habituellement les premières cellules à arriver sur le site d’inflammation et à 
répondre en cas d’agression par un pathogène. Ils possèdent une activité antimicrobienne grâce à la 
sécrétion de cytokines pro-inflammatoires et de protéases.  
Dans le tissu adipeux de sujets minces, les neutrophiles sont peu ou pas représentés, mais sont les 
premières cellules à arriver lors du développement de l’obésité. En effet, on observe une augmentation 
très précoce de leur nombre, puis un maintien à un niveau plus élevé que dans le tissu adipeux des souris 
minces (Elgazar-Carmon et al., 2008; Neels et al., 2009). Ce recrutement conduit à une augmentation 
rapide (seulement trois jours de régime) des niveaux d’élastase et myéloperoxydase qu’ils secrètent 
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(Elgazar-Carmon et al., 2008). L’élastase dégrade IRS1 alors que la myéloperoxydase inhibe la 
phosphorylation d’IRS1 et de PKB, conduisant donc toutes deux à une diminution de la sensibilité à 
l’insuline (Talukdar et al., 2012; Wang et al., 2014).  
3. Les lymphocytes B 
Les lymphocytes B sont des cellules de l’immunité adaptative qui permettent une réponse humorale 
spécifique grâce à la production d’anticorps. Ce sont également des cellules présentatrices d’antigènes 
professionnelles et ils permettent la mise en place d’une réponse mémoire. Les lymphocytes B 
interagissent avec les autres cellules par leur récepteur des lymphocytes B (BCR ou Ig (immunoglobuline) 
membranaire) et par la sécrétion de cytokines en fonction de leur état d’activation (IL-12, IL-4, IL-13…). 
Les lymphocytes B se développent dans la moelle osseuse à partir des cellules souches hématopoïétiques. 
Leur BCR subit des réarrangements de segments géniques V, D, J, afin d’être fonctionnel (Nemazee, 2006). 
Il existe plusieurs sous populations de lymphocytes B : B-1 et B-2.  
Dans le tissu adipeux, lors de l’obésité, le leucotriène B4 (LTB4), sécrété par les adipocytes 
hypertrophiques, attire les lymphocytes B (principalement B2) via leur récepteur au LTB4 (LTB4R1) (Ying 
et al., 2017). De plus, les lymphocytes B isolés de souris soumises à un régime riche en graisses ont un 
phénotype pro-inflammatoire car ils sécrètent plus d’IL-8, d’IL-6 et de TFNα et moins d’IL-10 (DeFuria et 
al., 2013). Ce changement phénotypique pro-inflammatoire pourrait être dû à la leptine, qui est 
augmentée lors de l’obésité et qui, in vitro, induit la voie de signalisation STAT3 dans les lymphocytes B, 
cruciale pour la production de TNFα (Frasca et al., 2016). Démontrant le rôle de ces cellules dans les 
pathologies associées à l’obésité, les souris déplétées en lymphocytes B (souris KO pour la chaine lourde 
µ des immunoglobulines) présentent, lors d’un régime riche en graisses, une meilleure tolérance au 
glucose et une diminution de la sécrétion de cytokines pro-inflammatoires (Winer et al., 2011).   
4. Les cellules dendritiques 
Les DC sont des cellules présentatrices d’antigènes professionnelles qui permettent de faire le lien entre 
l’immunité innée et l’immunité adaptative. Elles permettent l’activation, la prolifération et la 
différenciation des lymphocytes T naïfs.  
Le nombre de DC est augmenté dans le tissu adipeux lors de l’obésité et leur présence permet le 
recrutement des macrophages (Stefanovic-Racic et al., 2012). Il a été montré que les DC du tissu adipeux 
de souris obèses ont un phénotype plutôt pro-inflammatoire et permettent la polarisation des 
lymphocytes T en Th17 (Bertola et al., 2012; Chen et al., 2014).  
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5. Les cellules NK 
Les cellules Natural Killer (NK) sont des cellules de l’immunité innée qui expriment les facteurs de 
transcription T-bet et Eomes (nécessaires à leur développement et leur fonction) (Kiessling et al., 1975a, 
1975b). Ces cellules sont capables de détruire les cellules infectées et de moduler la réponse immunitaire 
en tuant d’autres cellules immunitaires (DC et lymphocytes T activés) (Vivier et al., 2008). 
Les cellules NK sont augmentées lors de l’obésité et participent à l’inflammation et la résistance à l’insuline 
grâce à la sécrétion de l’IFNγ qui participe à la polarisation des macrophages pro-inflammatoires (Lee et 
al., 2016; Wensveen et al., 2015).  
 
6. Les cellules lymphoïdes innées 
Les ILC sont regroupées en une famille de cellules immunitaires définies par trois caractéristiques : leur 
morphologie lymphoïde, l’absence de réarrangement de leur récepteur à l’antigène et l’absence de 
marqueurs de cellules myéloïdes et dendritiques (Spits et al., 2013). Chacune des sous-familles des ILC 
(ILC1, ILC2 et ILC3) ont des fonctions très différentes.  
Les ILC1 sont caractérisées par l’expression du facteur de transcription T-bet et la sécrétion d’IFNγ, leur 
conférant un pouvoir cytotoxique (Spits et al., 2013). Dans le tissu adipeux de sujet mince, les ILC1 
représentent 30% des populations lymphocytaires et participent à contenir une possible inflammation en 
détruisant les ATM. Lors de l’obésité, ces ILC1 sont diminuées dans le tissu adipeux et voient leur aptitude 
à éliminer les macrophages diminuée (Boulenouar et al., 2017). 
Les ILC2 regroupent les cellules exprimant les facteurs de transcription GATA-3 et RORα (RAR-related 
orphan receptor alpha) et sécrétant des cytokines de type 2 (IL-4, IL-5 et IL-13) en réponse à la stimulation 
par l’IL-25 et l’IL-33 (Spits et al., 2013). Dans le tissu adipeux de sujet mince, les ILC2, activées en réponse 
à l’IL-33 et l’IL-25, permettent l’accumulation des éosinophiles qui sécrètent de l’IL-4 et IL-13, responsables 
de la polarisation des macrophages en macrophages anti-inflammatoires dans le tissu adipeux (Molofsky 
et al., 2013). De plus, les cytokines de type 2 contrôlent le pool de progéniteurs d’adipocytes beiges, 
exprimant l’IL-4rα, afin de permettre leur différenciation en adipocytes beiges (Lee et al., 2015). Lors de 
l’obésité, la sécrétion d’IFNγ par les cellules NK inhibe la prolifération et l’activation des ILC2, entrainant 
une diminution de la sécrétion d’IL-5 et d’IL-13 et donc une diminution des éosinophiles et de la 
polarisation des macrophages anti-inflammatoires (Molofsky et al., 2015). 
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Les ILC3 regroupent les cellules exprimant le facteur de transcription RORγt et sécrétant l’IL-17A et l’IL-22 
(Spits et al., 2013). Les ILC3 sont présents qu’en très faible proportion dans le tissu adipeux et leur rôle 
dans ce contexte n’est pas encore connu (Robinette et al., 2017). 
7. Les éosinophiles 
Les éosinophiles sont des cellules polynucléées qui sécrètent des cytokines de type 2 (IL-4 et IL-13) et sont 
importants dans la réponse anti-parasitaire. De par la sécrétion des cytokines de type 2, ils favorisent la 
polarisation des macrophages en macrophages anti-inflammatoires. Dans le tissu adipeux, les 
éosinophiles sont recrutés par l’IL-5 et l’IL-13, sécrétées par les ILC2, et permettent de maintenir les ATM 
dans un état anti-inflammatoire (Wu et al., 2011). 
8. Les lymphocytes T 
Les lymphocytes T sont les médiateurs de la réponse immunitaire adaptative et sont caractérisés par 
l’expression à leur surface d’un récepteur des lymphocytes T (T cell receptor, TCR).  
a. Généralités 
i. Le TCR 
Le TCR est un récepteur composé de deux chaines protéiques différentes (hétérodimères αβ ou γδ) reliées 
par un pont disulfure, et il est responsable de la reconnaissance de fragments d’antigènes présentés sous 
forme de peptides par les molécules du complexe majeur d’histocompatibilité (CMH). Ces chaines 
possèdent une région constante (C) ancrée dans la membrane, une région variable (V), comprenant elle-
même une région hypervariable, appelée CDR (complementary determining region), importante pour la 
reconnaissance antigénique, et une zone de jonction (J) qui relie la région variable à la région constante 
(Janeway, 2001). Ces régions sont codées par plusieurs gènes qui subissent des réarrangements 
somatiques, appelés recombinaisons V(D)J. Ces recombinaisons, générant environ 5,8x106 combinaisons 
différentes, sont en partie responsables de la diversité du répertoire TCR. De plus, des mécanismes 
moléculaires spécifiques permettent d’augmenter la diversité du TCR à environ 1018 combinaisons en 
générant le CDR. Cette diversité est à l’origine de la reconnaissance spécifique d’un large spectre 
d’antigènes. L’établissement de ce vaste répertoire se fait par des étapes successives au cours du 
développement des lymphocytes T (Figure 8). 
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ii. Développement et sélection thymique des lymphocytes T 
Le développement des lymphocytes T se fait dans le thymus à partir de progéniteurs hématopoïétiques 
provenant de la moelle osseuse. Cependant, au cours de cette migration, ces progéniteurs perdent leur 
capacité d’auto-renouvellement. Un apport continu de nouveaux précurseurs à partir de la moelle osseuse 
est donc nécessaire pour satisfaire les besoins de la lymphopoïèse. Cette lymphopoïèse se déroule par 
une succession d’étapes conduisant à la production de plusieurs sous-populations de lymphocytes T. Tout 
Figure 8: Représentation schématique du développement des lymphocytes T 
Dans le cortex, les lymphocytes T DN (CD4- CD8-) sont caractérisés, au cours de leur développement, par 
l’expression différentielle des marqueurs CD25 et CD44. Les DN1 sont caractérisés par la présence du 
marqueur CD44 et l’absence de CD25. Les DN2 sont positifs pour CD25 et CD44. Les DN3 sont CD25+ et CD44- 
et les DN4 sont CD25- et CD44-. Les DN4 expriment CD4 et CD8 et perdent l’un des deux après la sélection 
positive. Dans la médulla, les SP4 et SP8 qui passent la barrière de la sélection négative migrent vers les 
organes lymphoïdes secondaires.  
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au long de ce processus, les cellules migrent à travers les différentes zones du thymus, depuis le cortex 
jusqu'à la zone subcapsulaire. 
Pour la production des lymphocytes T αβ, les précurseurs se différencient en pro-T, qui n’expriment pas 
le TCR et sont négatifs pour les marqueurs CD4 et CD8 : ce sont les cellules doubles négatives 1 (DN1 ; 
CD25- CD44+). Les DN2, toujours négatives pour CD4 et CD8, expriment les marqueurs CD25 et CD44. 
Ensuite, ces cellules acquièrent l’expression des gènes importants pour le réarrangement des gènes du 
TCR, tels que les protéines de recombinaison RAG1 et RAG2 (recombinase activating gene) (Janeway, 
2001). Ces enzymes se lient chacune sur une séquence signal de recombinaison (RSS), flanquant les gènes 
V et les gènes J, et permettent le rapprochement de ces deux gènes. En effet, les séquences RSS 
permettent de guider les réarrangements entre les différents segments et évitent que deux segments de 
même type ne se réarrangent entre eux (Figure 9). La recombinaison en elle-même se fait par coupure de 
l’ADN génomique grâce à l’action conjointe de ligases et d’un complexe protéique, composé de KU70, 
KU80, Artemis et DNA-PK, qui reconnait cette structure et ouvre l’accès à ces protéines ligases (Janeway, 
2001). L’imprécision de recombinaison aux zones de jonction et l’action de la TdT (terminal 
deoxynucleotidyl transferase) ou d’exonucléases vont créer la diversité du CDR. Cela conduit à 
l’acquisition par ces cellules d’un pré-TCR composé d’une chaine β dont seulement les segments D et J ont 
été réarrangés (DN3 ; CD25+ CD44-). Ensuite, les segments V et DJ sont à leurs tours réarrangés permettant 
l’expression de la chaine β du TCR : ce sont les cellules pre-T (DN4 ; CD25- CD44-) (Godfrey et al., 1993). 
Une fois à cette étape, les cellules subissent une première sélection (sélection β) pour déterminer si elles 
sont capables de reconnaitre un complexe CMH / peptide sur les cellules épithéliales thymiques corticales 
avec un signal suffisant. Les cellules ne reconnaissant pas le complexe CMH / peptide sont éliminées, et 
les cellules le reconnaissant subissent le réarrangement de leur chaine α et expriment les deux marqueurs 
de surface CD4 et CD8 : ce sont les cellules doubles positives (DP). Enfin, l’affinité de ces DP envers les 
CMH de classe I ou de classe II favorisera leur différenciation en cellules simples positives CD8+ (SP8) ou 
CD4+ (SP4), respectivement. Ce processus, qui se déroule dans le cortex du thymus, s’appelle la sélection 
positive (Klein et al., 2014). A la fin de la sélection positive, les lymphocytes T SP4 et SP8 expriment CCR7 
(C-C chemokine receptor type 7). CCR7 est le récepteur des chimiokines CCL19 et CCL21 qui sont fortement 
exprimées dans la médulla et favorisent ainsi la migration des lymphocytes T SP4 et SP8 du cortex vers la 
médulla (Ueno et al., 2004). Une fois dans la médulla, les cellules SP4 et SP8 interagissent avec des cellules 
présentatrices d’antigènes (DC et cellules épithéliales thymiques médullaires) qui présentent des 
antigènes du soi exprimés dans les différents tissus de l’organisme. Si les cellules SP4 et SP8 reconnaissent 
ces antigènes avec une trop forte affinité elles seront détruites pour éviter les réactions auto-immunes ou 
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différenciées en lymphocytes T régulateurs (tTreg) qui contribueront à la tolérance immunitaire, c’est la 
sélection négative (Klein et al., 2014). Les lymphocytes T exprimant un TCR fonctionnel et n’ayant pas 
d’auto-réactivité pourront ensuite se retrouver dans la circulation et migrer vers les organes lymphoïdes 
secondaires (Figure 8). 
Les lymphocytes T γδ se développent à partir des DN2, subissent des réarrangements des chaines γ et δ, 
et n’exprimeront pas CD4 et/ou CD8. Toutefois, il existe une petite population de lymphocytes T γδ qui 
exprime CD4 et CD8, suggérant que ces cellules peuvent aller jusqu’au stade DP (Figure 8) (Kreslavsky et 
al., 2010).  
 
  
Figure 9: Réarrangement des gènes du TCR  
Les chaines α et β du TCR sont constituées de segments géniques réassemblés lors du développement des 
lymphocytes T. Les chaines β (en bas) se réarrangent d’abord en recombinant les gènes D et J puis V et enfin 
C. Puis, les chaines α (en haut) se réarrangent ensuite en recombinant les gènes V et J puis C. La règle 12/23 
dirige les recombinaisons: une séquence flanquée avec un RSS 12 (en vert) ne peut se réarranger qu’avec une 
séquence flanquée avec un RSS 23 (en noir). (D’après Janeway, 2001). 
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iii. Activation et expansion clonale du lymphocyte T 
Le TCR est le récepteur clé des lymphocytes T permettant leur activation, leur survie et leur prolifération. 
Cependant, ce récepteur possède une partie cytoplasmique très courte et donc dépourvue de fonction de 
signalisation. Pour permettre la transduction du signal, le TCR s’associe en complexe macromoléculaire 
avec le récepteur CD3 constitué de chaines δ, γ, ε et ζ et possédant des motifs ITAM (immunoreceptor 
tyrosine-based activation motif) qui peuvent être phosphorylés par des protéines de la famille des Src-
kinases : Fyn et Lck. La liaison du complexe TCR / CD3 avec le CMH (CMH I pour les CD8+ et CMH II pour 
les CD4+) d’une cellule présentatrice d’antigène conduit à l’activation de la phosphatase CD45 qui 
déphosphoryle une tyrosine phosphorylée inhibitrice de Fyn et Lck et permet ainsi leur activation. Ensuite, 
Fyn et Lck phosphorylent un certain nombre de motifs ITAM des chaines CD3 en fonction de l’affinité du 
TCR avec l’antigène. Une fois phosphorylés, les motifs ITAM recrutent la protéine ZAP-70 via ses domaines 
SH2 (Src homology 2) (plus il y aura eu de motifs ITAM phosphorylés, plus il y a de protéines ZAP-70 
recrutées). ZAP-70 est alors phosphorylée et activée par Lck et stabilisée par les molécules de co-
stimulation (CD4 ou CD8) interagissant avec le CMH. ZAP-70 activée phosphoryle la protéine LAT (linker 
for activation of T cells). 
LAT phosphorylée est à l’origine des cascades de signalisation conduisant aux différentes réponses 
cellulaires induites par l’activation du TCR. Premièrement, elle recrute PLCγ1 (phospholipase C gamma 1) 
et SLP-76. SLP-76 induit alors la phosphorylation de PLCγ1 via le recrutement de la kinase ITK (interleukin-
2-inductible T cell kinase). L’activité catalytique de PLCγ1 phosphorylée permet le clivage du PIP2 
(phosphatidyl inositol-4,5 biphosphate) en IP3 (inositol-1,4,5 triphosphate) et DAG (diacylglycerol). En plus 
de permettre une entrée massive de Ca2+ dans la cellule par les canaux calciques, IP3 induit le relargage 
de Ca2+ du réticulum endoplasmique. Cela active la calcineurine, une phosphatase dépendante du calcium, 
qui induit la déphosphorylation de NFAT (nuclear factor of activated T cells) et ainsi sa translocation 
nucléaire. En parallèle, le DAG induit l’activation de PKCθ (protéine kinase C θ) qui favorise la formation 
du complexe CARMA / Bcl10 / MALT1 et active le complexe IKK (NEMO / IKKα / IKKβ) qui phosphoryle IκB 
et induit sa dégradation. NFκB (p50 et p65), qui était inhibé par IκB, peut alors migrer dans le noyau et 
induire l’expression de ces gènes cibles, tels que des cytokines et chimiokines pro-inflammatoires et des 
gènes importants pour la prolifération de la cellule, tels que l’IL-2. Deuxièmement, LAT recrute la PI3K 
(phosphoinositide 3-kinase), qui active Vav, la GEF (GDP-GTP exchange factor) de Rac1, et permet ainsi la 
réorganisation du cytosquelette d’actine, ce qui permet la formation de la synapse immunologique, 
cruciale pour l’activation du lymphocyte T (Friedl et al., 2005). Troisièmement, LAT recrute Sos et permet 
l’activation de la cascade de signalisation des MAPK (mitogen-activated protein kinases) activant le facteur 
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de transcription AP-1 et conduisant à l’expression de ces gènes cibles (tels que l’IL-2) importants pour 
l’activation et la prolifération du lymphocyte T (Huse, 2009).   
Cependant, les voies de signalisation décrites ci-dessus dépendent aussi de la présence et l’activation de 
molécules de co-stimulation, telles que la molécule de co-stimulation CD28. Cette molécule, relocalisée 
dans le micro-domaine de signalisation suite à la reconnaissance de son ligand CD80 / CD86, participe au 
recrutement de la PI3K et d’ITK après avoir été activée par la kinase Lck (Friedl et al., 2005).  
b. Les sous-populations de lymphocytes T dans le tissu adipeux 
Les lymphocytes T αβ sont séparés en deux grandes populations : les lymphocytes T CD8+, ou lymphocytes 
T cytotoxiques, et les lymphocytes T CD4+, ou lymphocytes T helper, regroupant elle-même plusieurs sous-
populations, telles que les lymphocytes T helper 1 (Th1), Th2, Th17 et les lymphocytes T régulateurs (Treg) 
(Figure 10).  
i. Les lymphocytes T CD8+ 
Les lymphocytes T CD8+ sont des lymphocytes T caractérisés par l’expression du co-récepteur CD8 et sont 
capables de reconnaitre des antigènes présentés par des molécules du CMH de classe I. Suite à leur 
activation par la liaison du complexe CMH / peptide, les lymphocytes T CD8+ se différencient en 
lymphocytes T cytotoxiques (CTL). Les CTL ont pour fonction de détruire les cellules (généralement des 
cellules infectées par des pathogènes intracellulaires ou des cellules tumorales) soit en libérant des 
granules cytotoxiques de perforines et de granzymes B, soit en activant des récepteurs de la famille du 
TNF, tels que FAS (CD95), grâce à la présence de FASL (FAS ligand) à la membrane des CTL (Russell and Ley, 
2002). De plus, les CTL secrètent aussi des cytokines pro-inflammatoires, telles que le TNFα et l’IFNγ 
(Chávez-Galán et al., 2009).  
Le tissu adipeux de sujet mince contient peu, voire pas, de lymphocytes T CD8+, mais leur nombre 
augmente lors de l’obésité (McLaughlin et al., 2014). Leur implication dans les désordres métaboliques 
associés à l’obésité a été démontrée par le fait que leur déplétion prévient l’augmentation des 
macrophages pro-inflammatoires, l’inflammation du tissu adipeux et la résistance à l’insuline dans les 
souris soumises à un régime riche en graisses (Nishimura et al., 2009). 
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ii. Les lymphocytes T CD4+ 
Les lymphocytes Th1 
Les lymphocytes Th1 sont des lymphocytes T CD4+ caractérisés par l’expression du facteur de transcription 
T-bet et la sécrétion d’IFNγ et d’IL-12 (Zhu and Paul, 2008). Ces cellules ont pour origine la différenciation 
dans le tissu de lymphocytes T naïfs de manière dépendante de l’environnement du tissu, notamment de 
la présence d’IL-12 et de l’IFNγ (Figure 10).  
Lors de l’obésité, le nombre de Th1 augmente dans le tissu adipeux (Huh et al., 2014). Leur sécrétion d’IFNγ 
va, d’une part, activer les macrophages résidents du tissu adipeux et, d’autre part, favoriser la 
différenciation des lymphocytes T CD8+ en lymphocytes T cytotoxiques, participant ainsi activement à 
l’inflammation locale (Sad et al., 1995). Il est important de noter que l’invalidation de l’IFNγ améliore la 
sensibilité à l’insuline et diminue le nombre de macrophages dans le tissu adipeux lors de l’obésité (Rocha 
et al., 2008). 
Les lymphocytes Th2 
Les Th2 sont des lymphocytes T CD4+ caractérisés par l’expression du facteur de transcription GATA-3 et 
la sécrétion de l’IL-4, IL-5, IL-10 et IL-13. Ces cellules ont pour origine la différenciation dans le tissu de 
lymphocytes T naïfs de manière dépendante, entre autre, des cytokines présentes, de l’état d’activation 
des DC et de la présence d’ILC2 (Walker and McKenzie, 2017) (Figure 10). L’IL4 est le signal clé de la 
polarisation en Th2 en activant la voie de signalisation STAT6 qui conduit à l’expression du facteur de 
transcription GATA-3 (Kurata et al., 1999). En parallèle, l’activation de STAT5 par l’IL-2, IL-7 et TSLP (thymic 
stromal lymphopoietin) conduit, avec GATA-3, à l’expression des cytokines de type 2 (Zhu, 2015). Leurs 
fonctions dans le tissu adipeux seraient principalement anti-inflammatoires et donc bénéfiques, 
probablement grâce à leur expression des cytokines de type 2. En effet, un transfert de lymphocytes T 
CD4+ dans des souris Rag-KO (n’ayant ni lymphocytes T ni lymphocytes B) améliore la sensibilité à 
l’insuline, alors qu’un transfert de lymphocytes T CD4+ provenant de souris Stat6-KO (altération du 
développement des Th2) n’améliore pas la sensibilité à l’insuline (Winer et al., 2009).  
Les lymphocytes Th17 
Les Th17 sont des lymphocytes T CD4+ caractérisés par l’expression du facteur de transcription RORγt et 
la sécrétion d’IL-17A, IL-17F, IL-21 et IL-22 (Zhu and Paul, 2008). Ces cellules ont pour origine la 
différenciation dans le tissu de lymphocytes T naïfs de manière dépendante de l’environnement, et 
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notamment de la présence d’IL-6 et de TGF-β. De plus, les Th17 ont besoin d’IL-23 pour leur 
développement et leur maturation (McGeachy et al., 2009) (Figure 10).   
Le tissu adipeux de sujet mince contient peu de Th17, mais ils sont très augmentés lors de l’obésité 
(McLaughlin et al., 2014). Cette augmentation peut s’expliquer par une augmentation de l’expression de 
CCL20 par les adipocytes de sujets obèses qui attire les Th17 via leur récepteur CCR6 (Duffaut et al., 2009). 
Cette augmentation des Th17 peut aussi s’expliquer par une plus grande résistance à la mort cellulaire 
grâce à l’expression du marqueur CD39 qui inhibe la mort par apoptose (Pandolfi et al., 2016). Dans le 
tissu adipeux, les Th17 participent aussi à l’inflammation grâce à la sécrétion d’IL-17A, activant les 
macrophages et participant au recrutement et à l’activation des neutrophiles, et d’IL-22, induisant la 
production d’agents microbicides (Ouyang et al., 2008; Aujla et al., 2008). Ils ont été impliqués dans la 
pathogenèse de l’obésité et de ses désordres métaboliques associés à cause de leur action inflammatoire, 
que nous venons de décrire, et par leur action inhibitrice sur la différenciation adipocytaire, notamment 
par la sécrétion d’IL-17A (Zúñiga et al., 2010).  
Les lymphocytes T régulateurs 
Les Treg sont des lymphocytes T CD4+ caractérisés par l’expression du facteur de transcription Foxp3 et 
sont spécialisés dans le contrôle de la tolérance immunitaire en périphérie (Sakaguchi, 2000). Les Treg 
résidents des tissus peuvent avoir deux origines: soit ils proviennent directement du thymus, et sont 
appelés tTreg, soit ils sont induits dans le tissu à partir de lymphocytes T CD4+ conventionnels, et sont 
appelés iTreg.  
Dans le tissu adipeux, les Treg proviennent principalement du thymus et arrivent très tôt après la 
naissance où ils s’expandent pour représenter jusqu’à 40% des lymphocytes (CD4+) du tissu adipeux chez 
la souris adulte mince (Kolodin et al., 2015; Cipolletta et al., 2015). Cela fait du tissu adipeux un des tissus 
contenant le plus de Treg. Ces tTreg expriment fortement Helios et Nrp-1 (neuropilin-1) et secrètent plus 
d’IL-10 que les Treg présents dans les ganglions (Kolodin et al., 2015). L’IL-10 participe à leur rôle 
protecteur contre l’inflammation dans le tissu adipeux en inhibant la production d’IL-6, de CCL5 et d’autres 
facteurs pro-inflammatoires produits par les adipocytes (Feuerer et al., 2009; Ilan et al., 2010). De plus, ils 
sécrètent des facteurs inhibant la différenciation, l’expansion et la migration des lymphocytes T effecteurs, 
en particulier le TGF-β et l’IL-10, et expriment CTLA-4 (cytotoxic T lymphocyte-associated protein 4) qui lie 
CD80/86 et agit donc comme un compétiteur de CD28 (McCoy and Le Gros, 1999) (Figure 10). Les Treg 
peuvent aussi directement éliminer les cellules immunitaires qui s’emballent grâce à leur activité 
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cytotoxique qui met en jeu la production de perforines et granzymes (Grossman et al., 2004). Les Treg 
résidents du tissu adipeux sont très particuliers. En effet, ils ont un répertoire TCR restreint (chaine β 
unique et une diversité α limitée) afin de répondre à des antigènes probablement bien spécifiques mais 
encore inconnus à ce jour (Kolodin et al., 2015). De même, ils expriment PPARγ qui agirait avec Foxp3 et 
permettrait ce profil particulier des Treg du tissu adipeux et leur fonction immunosuppressive. PPARγ est 
nécessaire à la présence des Treg dans le tissu adipeux (Cipolletta et al., 2012). Il pourrait permettre aux 
Treg de pouvoir gérer les lipides, présents en abondance dans le tissu adipeux, et permettrait ainsi la survie 
des Treg dans ce microenvironnement particulier. Les Treg du tissu adipeux expriment aussi des gènes 
impliqués dans le métabolisme lipidique, tels que le LDLR et la diglyceride acyltransferase (Panduro et al., 
2016). Ils participent au maintien de la sensibilité à l’insuline dans le tissu adipeux de sujets sains (Panduro 
et al., 2016).  
Lors de l’obésité, les Treg sont diminués dans le tissu adipeux et cette diminution participe au 
développement de l’inflammation du tissu adipeux (Feuerer et al., 2009). En effet, le transfert adoptif de 
Treg améliore la sensibilité à l’insuline (Eller et al., 2011). Les Treg ne vont pas seulement diminuer dans 
le tissu adipeux lors de l’obésité, mais ils vont également avoir un transcriptome différent (Cipolletta et 
al., 2015). Ce changement de phénotype est dû à une phosphorylation sur la sérine 273 de PPARγ par 
Cdk5, mécanisme également observé dans les adipocytes lors de l’obésité (Banks et al., 2015).  
La molécule de co-stimulation CD28 est nécessaire pour le développement des Treg et l’activation des 
lymphocytes T. La déficience en CD28 entraine une diminution des lymphocytes T impliqués dans la 
pathogenèse de l’obésité et des Treg. Les souris déficientes pour CD28 ont un phénotype particulier avec 
une augmentation de la taille des adipocytes du tissu adipeux épididymaire mais une diminution des 
cytokines pro-inflammatoires et une augmentation de l’expression de GLUT4, de l’adiponectine et des 
enzymes de la lipogenèse, accompagnées d’une amélioration de la stéatose hépatique retrouvée lors de 
l’obésité, suggérant que l’absence de CD28 perturbe la balance lymphocytes T pro/anti-inflammatoires et 
aurait des effets plutôt protecteurs (Poggi et al., 2015).  
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Figure 10: Polarisation des lymphocytes T 
Les lymphocytes T naïfs peuvent se différencier en plusieurs sous-populations de lymphocytes T effecteurs en 
fonction de l’état d’activation de la cellule présentatrice d’antigènes (cellule dendritique) et donc des facteurs 
qu’elle sécrète. Sous l’action de l’IL-4 et de l’IL-10, les lymphocytes T naïfs se différencient en lymphocytes Th2 
qui sécrètent de l’IL-4, IL-5, IL-10 et IL-13 et participent au maintien de la sensibilité à l’insuline dans le tissu 
adipeux. Sous l’action du TGF-β, les lymphocytes T naïfs se différencient en lymphocytes T régulateurs induits 
(iTreg) qui sécrètent du TGF-β et de l’IL-10, expriment CTLA4 et participent au maintien de la sensibilité à 
l’insuline dans le tissu adipeux. La polarisation en Treg inhibe celle en Th17. Sous l’action du TGF-β, de l’IL-6 et 
de l’IL-23, les lymphocytes T naïfs se différencient en lymphocytes Th17 qui sécrètent de l’IL-17, de l’IL-21 et 
de l’IL-23 et participent à la mise en place de l’inflammation dans le tissu adipeux. La polarisation en Th17 
inhibe celle en Treg. Sous l’action de l’IFNγ et de l’IL-12, les lymphocytes T naïfs se différencient en lymphocytes 
Th1 qui sécrètent de l’IL-12 et de l’IFNγ et participent à la mise en place de l’inflammation dans le tissu adipeux.  
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La balance Treg / Th17 
Il est maintenant admis que la différenciation des lymphocytes T naïfs en Treg est en balance avec celle 
des Th17. Les lymphocytes T naïfs se différencient en iTreg sous l’influence du TGF-β qui favorise 
l’expression de Foxp3 et inhibe celle de RORγt (Zhou et al., 2008). Au niveau moléculaire, le TGF-β induit 
la phosphorylation de STAT5, qui induit l’expression de Foxp3, et active SOCS3 (suppressor of cytokine 
signaling 3), qui inhibe la signalisation STAT3, inductrice de RORγt (Yoshimura et al., 2012). Au contraire, 
l’ajout d’IL-6 au TGF-β bloque l’expression de Foxp3 et augmente celle de RORγt (Zhou et al., 2008). Au 
niveau moléculaire, l’IL-6 induit la phosphorylation de STAT3, qui permet l’expression de RORγt, et active 
SOCS1, qui inhibe la signalisation STAT5, inductrice de Foxp3 (Yoshimura et al., 2012) (Figure 11). Ce 
double rétrocontrôle permet la différenciation d’une des deux populations cellulaires aux dépens de 
l’autre, et pourrait avoir un rôle important dans le tissu adipeux lors de l’obésité où il est bien décrit que 
le nombre de Th17 augmente alors que celui des Treg diminue (Feuerer et al., 2009; McLaughlin et al., 
2014). Toutefois, la diminution dramatique des Treg du tissu adipeux ne peut pas être expliquée 
uniquement par une altération de la balance Treg/Th17 car, pour rappel, la majorité des Treg du tissu 
adipeux proviennent du thymus et non d’une polarisation induite dans le tissu. D’ailleurs, les Treg 
circulants sont aussi diminués chez l’homme lors de l’obésité (Wagner et al., 2013). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 11: Balance de la polarisation en lymphocytes Treg ou Th17 
L’IL-6 et TGF-β permettent la polarisation en lymphocytes Th17 et inhibent la polarisation en Treg. 
Le TGF-β permet la polarisation en Treg et inhibe celle en Th17. 
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c. Les autres populations de lymphocytes T 
Les NKT 
Les NKT sont des lymphocytes T CD3+ caractérisés par les marqueurs de surface NK1.1, NKp46 et ont un 
TCR particulier restreint aux antigènes lipidiques présentés par la molécule CD1d (Godfrey and 
Kronenberg, 2004). Ces cellules se développent dans le thymus à partir des DP (Godfrey and Berzins, 2007) 
(Figure 8). Dans le tissu adipeux de sujet mince, les NKT participent aux fonctions anti-inflammatoires 
grâce à la sécrétion d’IL-4 et d’IL-10 en réponse à l’interaction de leur TCR avec les molécules CD1d 
présentes à la surface des adipocytes (Lynch et al., 2012). De plus, elles modulent également les Treg et 
les macrophages anti-inflammatoires, grâce à la production d’IL-2 (Lynch et al., 2015). Leur rôle dans la 
modulation de l’inflammation reste à clarifier car, bien que nombreuses, les études à leur sujet ne sont 
pas d’accord. 
Les lymphocytes T γδ 
Les lymphocytes T γδ sont caractérisés par l’expression d’un TCR particulier composé d’une sous-unité γ 
et d’une sous-unité δ, dont leur développement a été décrit précédemment. Ces cellules, peu 
représentées dans le tissu adipeux de sujets minces, augmentent lors de l’obésité (Mehta et al., 2015). De 
manière assez similaire aux Th17, les lymphocytes T γδ participent à l’établissement de la résistance à 
l’insuline par la sécrétion de l’IL-17A qui inhibe la différenciation adipocytaire et favorise l’inflammation 
(Papotto et al., 2017; Zúñiga et al., 2010). De plus, il a été rapporté que les souris déficientes en 
lymphocytes T γδ présentent une diminution de l’accumulation des macrophages, de la résistance à 
l’insuline et de l’inflammation du foie et du muscle après dix semaines de régime riche en graisses (Mehta 
et al., 2015). 
Les MAIT 
Les lymphocytes T invariants associés aux muqueuses (Mucosal-Associated Invariant T cells : MAIT) sont 
des lymphocytes T exprimant un TCR αβ particulier, comprenant une chaine α invariante (TRAV1-2 
associée à TRAJ33) et un répertoire de chaines β très restreint (TRBV19 et TRBV13 chez la souris), qui 
reconnait des dérivés de la vitamine B présentés par la protéine MR1 (MHC-related protein 1). Le 
développement des MAIT se fait dans le thymus où elles interagissent avec des DP qui expriment MR1 
(Koay et al., 2016). Ces cellules peuvent être CD4- CD8- ou CD8+ ou CD4+ et produisent de nombreuses 
cytokines, telles que l’IL-2, l’IL-10, l’IFNγ, le TNFα et l’IL-17A (Napier et al., 2015).  
Lors de l’obésité, bien que le nombre de MAIT soit inchangé dans le tissu adipeux, ils ont un phénotype 
plutôt pro-inflammatoire. En effet, la présence d’IL-1β et d’IL-6 dans le microenvironnement du tissu 
57 
 
adipeux de sujets obèses réduit la sécrétion d’IL-10 et favorise la sécrétion d’IL-17 par les MAIT (Magalhaes 
et al., 2015). Une autre étude montre aussi ce changement de phénotype des MAIT mais observe 
également une diminution des MAIT dans le tissu adipeux de sujets obèses (Carolan et al., 2015). 
 
9. Conséquences de l’inflammation du tissu adipeux  
Une fois l’inflammation établie, les cellules immunitaires présentes dans le tissu adipeux maintiennent et 
amplifient cette inflammation en sécrétant, à leur tour, de nombreuses cytokines pro-inflammatoires qui 
participent à la pathogenèse de l’obésité via plusieurs mécanismes principaux : l’inhibition de la 
signalisation insulinique dans les adipocytes, le foie et le muscle, l’inhibition de l’expansion du tissu 
adipeux qui conduit à la présence de dépôts ectopiques de lipides dans le foie et dans le muscle 
(lipotoxicité) et la diminution de la différenciation en adipocytes beiges, normalement bénéfiques pour le 
métabolisme énergétique.  
Le premier facteur qui a été mis en cause lors de l’obésité et ses complications est le TNFα, qui est 
augmenté dans les tissus adipeux de patients obèses et de rongeurs diabétiques, et sa neutralisation 
améliore la tolérance au glucose et la sensibilité à l’insuline chez la souris (Hotamisligil et al., 1993; Uysal 
et al., 1997). Le TNFα active le complexe IKK (voie de signalisation NFκB) qui perturbe la signalisation de 
l’insuline en inhibant l’autophosphorylation du récepteur à l’insuline et donc celle de IRS1 (Hotamisligil et 
al., 1994). De plus, le traitement d’adipocytes avec du TNFα induit la phosphorylation d’IRS1 sur des 
résidus sérines, ce qui rend IRS1 insensible à la phosphorylation suite à la stimulation insuline (Hotamisligil 
et al., 1996). En plus de son rôle dans la résistance à l’insuline, le TNFα stimule la lipolyse en inhibant 
l’expression de PLIN1 (Rydén et al., 2004). Dans les adipocytes 3T3-L1, l’IL-1β active les MAPK ERK, via la 
protéine Tpl2 (MAP3K), qui inhibe la signalisation insulinique et le transport de glucose par 
phosphorylation sur les sérines d’IRS1 et stimule la lipolyse (Jager et al., 2007, 2011). De plus, l’INFγ inhibe 
PEPCK, entrainant une réduction de la synthèse du glycérol de novo et pouvant diminuer le stockage des 
acides gras sous forme de TG (Khazen et al., 2007). L’action conjointe du TNFα, de l’IL-1β et de l’IL-6 
stimule la transcription de gènes pro-inflammatoires dans l’adipocyte et modifie l’expression et la 
sécrétion des adipokines (Gregor and Hotamisligil, 2007) (Tableau 3). Au niveau moléculaire, ces cytokines 
inflammatoires induisent trois voies de signalisation principales : la voie NFκB, la voie des MAPK (ERK, JNK, 
p38) et la voie JAK / STAT. Les voies JNK et IKKβ inhibent la signalisation de l’insuline en phosphorylant le 
récepteur à l’insuline et les protéines IRS sur des résidus inhibiteurs (Gao et al., 2002). La voie JAK / STAT 
permet essentiellement la transcription de SOCS1 et SOCS3 qui se lient au récepteur à l’insuline et inhibent 
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la phosphorylation d’IRS1 et IRS2 (Emanuelli et al., 2000; Kawazoe et al., 2001; Tanti et al., 2012). La voie 
NFκB induit aussi l’expression des SOCS, mais elle inhibe également l’expression de facteurs clés de la 
signalisation insulinique, tels que IRS1, PKB et GLUT4 (Ruan et al., 2002; Stephens and Pekala, 1991). Ces 
facteurs inhibiteurs de la signalisation de l’insuline sont représentés sur la figure 2. 
Plusieurs facteurs pro-inflammatoires ont été montrés comme inhibant l’adipogenèse, ce qui prédispose 
à l’hypertrophie des adipocytes et des conséquences délétères qui lui sont attribuées. Comme indiqué 
précédemment, l’IL-17A inhibe l’adipogenèse, en inhibant l’expression de C/EBPα et PPARγ, les deux 
facteurs de transcription essentiels à la différenciation des pré-adipocytes (Zúñiga et al., 2010). L’IL-1β a 
aussi un effet anti-adipogénique (Lu et al., 2010). En effet, il active les molécules de signalisation 
intracellulaires, telles que IKKβ, qui bloque le programme de différenciation adipocytaire (Gregoire et al., 
1998; Tanti and Jager, 2009). Le TNFα inhibe l’adipogenèse en inhibant l’expression de gènes importants 
pour la différenciation adipocytaire, tels que PPARγ, C/EBPα et GLUT4 (Ruan et al., 2002). En effet, le TNFα 
pourrait stabiliser la β-caténine, inhibitrice de l’adipogenèse et active la kinase JNK et le facteur de 
transcription NFκB, qui inhibent normalement l’adipogenèse (Cawthorn et al., 2007; Chae and Kwak, 
2003). L’IFNγ a également été montré comme inhibant l’adipogenèse. L’IFNγ a un effet pro-ostéogénique 
sur les MSC, ce qui inhibe donc l’effet adipogénique (Duque et al., 2009). Certains marqueurs du 
programme adipogénique, tels que C/EBPα et l’adiponectine, sont diminués après un traitement à l’IFNγ 
(Vidal et al., 2012). L’IL-1α a également des effets inhibiteurs sur la différenciation des pré-adipocytes en 
diminuant l’expression de PPARγ (Um et al., 2011). De plus, l’IL-6, sécrétée par les adipocytes 
hypertrophiques, a également été montrée comme inhibant l’adipogenèse in vitro, dans les pré-
adipocytes 3T3-L1 et dans les pré-adipocytes primaires, et participe donc aussi à la réduction de la capacité 
d’expansion du tissu adipeux (Almuraikhy et al., 2016; Gustafson and Smith, 2006).  
 
Comme évoqué précédemment, les ILC2 jouent un rôle central dans la différenciation des précurseurs en 
adipocytes beiges. En effet, ils sécrètent de l’IL-5 et de l’IL-13 qui participent à la différenciation des 
précurseurs adipocytaires en adipocytes beiges, directement ou grâce au recrutement des éosinophiles 
(Lee et al., 2015). Ces éosinophiles sécrètent l’IL-4 qui est aussi requis pour la différenciation en adipocytes 
beiges. La sécrétion de methionine-enkephaline (Met-Enk) par les ILC2 participe également à la 
différenciation des précurseurs en adipocytes beiges (Brestoff et al., 2015). L’IL-33 est nécessaire pour la 
survie des ILC2, et sa sécrétion est dépendante du système nerveux sympathique, via la norépinéphrine, 
ce qui permet de faire le lien entre l’exposition au froid, les ILC2 et les adipocytes beiges (Ding et al., 2016). 
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Lors de l’obésité, l’IL-33 est diminuée dans le tissu adipeux, conduisant à une baisse des ILC2 et donc une 
baisse de la capacité des progéniteurs à se différencier en adipocytes beiges.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 12: Dialogue cellules immunitaires - adipocytes 
(A gauche) Dans le tissu adipeux sain, les ILC2 sécrètent de l’IL-5 et de l’IL-13. L’IL5 et l’IL-13 permettent le recrutement des 
éosinophiles qui, avec les lymphocytes Treg, participent à la polarisation des macrophages en macrophages anti-
inflammatoires, via l’IL-4 et l’IL-10. Les adipocytes sécrètent de l’adiponectine qui contribue au maintien de ces macrophages 
dans un phénotype inflammatoire, notamment en inhibant la formation des cellules spumeuses. Ces macrophages 
participent au maintien de la sensibilité à l’insuline des adipocytes grâce à certains facteurs, dont l’IL-10 qui inhibe la 
production d’IL-6 et de CCL5 par l’adipocyte. 
(A droite) Dans le tissu adipeux de sujets obèses, les adipocytes hypertrophiques sont dysfonctionnels et sécrètent des 
facteurs (cytokines et chimiokines) pro-inflammatoires. Parmi les chimiokines, on retrouve CCL2, la Sémaphorine 3E, CCL5 
et CCL20 qui recrutent des cellules immunitaires: macrophages, cellules NK, lymphocytes T… Parmi les autres facteurs, on 
retrouve la leptine et l’IL-6 qui polarisent les cellules immunitaires en cellules pro-inflammatoires (macrophages pro-
inflammatoires, Th1, Th17…). Les cellules immunitaires amplifient cette réponse inflammatoire en sécrétant à leur tour des 
facteurs tels que l’IFNγ, le TNFα, l’IL-1β et l’IL-17 qui peuvent, d’une part, inhiber la signalisation insuline de l’adipocyte et, 
d’autre part, inhiber l’adipogenèse. 
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Les mécanismes moléculaires associés au développement des pathologies liées à l’obésité sont encore 
mal connus. Cependant, nous venons de souligner que la communication entre les cellules immunitaires 
et les adipocytes est un élément clé du développement de la réponse inflammatoire conduisant à la 
résistance à l'insuline. Ces communications sont soit de type récepteur / ligand par contact direct de 
cellule à cellule, soit de type paracrine par la sécrétion de cytokines. Dans tous les cas, le contrôle de la 
quantité de récepteurs membranaires est un élément pivot de ces communications. Plusieurs familles 
de protéines sont capables de réguler ces communications parmi lesquelles on retrouve les protéines 
de la famille des Rab GTPases qui gouvernent l’endocytose et le trafic intracellulaire. 
 
IV. Le contrôle de l’endocytose et du trafic intracellulaire par les protéines Rab 
 
L’endocytose est un processus cellulaire permettant l’internalisation d’une partie de la membrane 
plasmique et des protéines et glycoprotéines présentes dans cette portion de membrane, sous forme de 
vésicules, capturant ainsi une portion du milieu extracellulaire. Ce processus est donc directement 
impliqué dans l’absorption des nutriments présents dans le milieu extracellulaire (ATP, cholestérol, fer, 
facteurs de croissance…), le contrôle du nombre de protéines membranaires et la composition lipidique 
de la membrane plasmique. Après internalisation, ces vésicules sont dirigées vers différents 
compartiments intracellulaires pour trier les molécules qui les composent (protéines, glycoprotéines, 
lipides, nutriments…). Ce trafic intracellulaire permet soit de dégrader les composants non-nécessaires via 
la voie lysosomale (réduisant leur nombre à la membrane), soit de recycler les composant à la membrane 
plasmique (maintenant un nombre constant à la membrane). De ce fait, l’endocytose, associée au trafic 
intracellulaire, contrôle de grandes fonctions cellulaires, telles que la prolifération, la migration, la 
polarisation et la mort cellulaire (Di Fiore and von Zastrow, 2014). Dans les cellules immunitaires, 
l’endocytose et le trafic intracellulaire contrôlent à la fois la sécrétion des cytokines, mais aussi le niveau 
des récepteurs aux cytokines à la membrane, jouant un rôle clé dans les fonctions de ces cellules et leurs 
interactions avec les cellules présentes dans le microenvironnement (Cendrowski et al., 2016). 
 
1. L’endocytose et le trafic intracellulaire 
a. L’endocytose 
Pour permettre l’internalisation de « cargos » de nature et de taille très variables (allant de molécules de 
petites tailles à des cellules entières), les cellules ont mis au point plusieurs processus d’endocytose 
moléculairement très différents (Figure 13). 
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L’endocytose médiée par la clathrine permet l’entrée d’un grand nombre de récepteurs membranaires 
comprenant, entre autre, le récepteur de la transferrine et des lipoprotéines de faible densité (LDL), de 
nombreux récepteurs tyrosine kinase et la plupart des récepteurs couplés aux protéines G (Doherty and 
McMahon, 2009). L’invagination débute par la déformation de la membrane plasmique permettant le 
recrutement de protéines adaptatrices, telles que l’epsin et la protéine AP180. Ces protéines adaptatrices 
recrutent les molécules de clathrine et favorisent leur assemblage en structure polyédrale. La cage de 
clathrine ainsi formée facilite le recrutement de protéines à domaines BAR, comprenant l’amphiphysine 
et la sortin nexine 9 (SNX9), permettant l’expansion de la cage de clathrine jusqu’à l’obtention d’un puits 
mantelé de clathrine (CCP). Les protéines à domaines BAR favorisent aussi le recrutement de molécules 
de dynamine, une protéine de la famille des larges GTPases, s’assemblant en structure hélicoïdale et 
réalisant la constriction du « cou » du CCP et permettant la scission du CCP de la membrane plasmique, 
formant ainsi la vésicule mantelée de clathrine (Kaksonen and Roux, 2018). 
L’endocytose dépendante des cavéolines permet l’entrée, entre autre, de protéines liées aux 
glycosylphosphatidylinositol (GPI), d’endotoxines (telles que la choléra toxine B) et de virus (tels que le 
SV40) (Doherty and McMahon, 2009). Les molécules de la famille des cavéolines (Cav1, Cav2 et Cav3) vont, 
une fois palmitoylées, s’assembler en oligomères à la membrane plasmique pour former une structure 
tubulo-vésiculaire caractéristique, appelée cavéole. Les cavéoles sont très stables et peuvent rester 
longtemps à la membrane plasmique avant l’internalisation. Cette spécificité semble être notamment 
importante pour la fonction de certains récepteurs qui ne signaleraient que dans ces structures 
cavéolaires, tels que le récepteur de l’insuline (Gustavsson et al., 1999). Lorsque cela est nécessaire la 
scission des cavéoles se produit, probablement sous dépendance de la dynamine, aboutissant à la 
formation de petites vésicules non mantelées d’environ 50nm.  
La pinocytose de compartiments enrichis en protéines liées aux glycosylphosphatidylinositol (GPI-AP 
enriched compartments, GEEC) et indépendante de la clathrine et des cavéolines (clathrin-independent 
carriers, CLIC) permet l’entrée de fluides extracellulaires, de protéines liées aux GPI et d’endotoxines 
(Doherty and McMahon, 2009). Cette pinocytose nécessite l’action conjointe de l’endophiline, de 
protéines à domaines BAR (amphiphysine, Bin et Rvs) et de la protéine GRAF1 (GTPase regulator 
associated with focal adhesion kinase-1) pour former un long tube d’une trentaine de nanomètres de 
diamètre (Ferreira and Boucrot, 2018). Le processus d’élongation de ce tubule de membrane plasmique 
dépend ensuite grandement de la nucléation de l’actine, notamment grâce aux protéines de la famille N-
WASP, Arp2/3 et SHIP2, activées par CDC42 (cell division control protein 42). Enfin, la scission du tubule 
semble, là encore, impliquer la dynamine. 
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La phagocytose et l’entose sont des processus relativement similaires permettant respectivement l’entrée 
de pathogènes (bactéries, parasites…) et de corps apoptotiques (restes de cellules entrées en apoptose). 
La phagocytose et l’entose nécessitent une réorganisation profonde de la membrane plasmique pour venir 
capturer ces larges cargos en les entourant de membrane. Les petites GTPases, RhoA et Rac1, sont les 
éléments essentiels de cette restructuration en participant à la régulation du cytosquelette d’actine. La 
scission de cette grosse vacuole, contenant des pathogènes ou des corps apoptotiques, ne semble pas 
dépendre de l’action de la dynamine (Doherty and McMahon, 2009). 
Enfin, il existe d’autres formes d’endocytose dépendantes de la flotilline, d’ARF6 ou des protéines 
d’adhésion (PAK1 et PAK2) et permettant l’entrée de petites structures tubulo-vésiculaires non mantelées, 
contenant divers cargos, tels que les protéoglycans, le CD59, le CMH-I, la carboxypeptidase E, le récepteur 
à l’IL2 (IL2Rβ), le récepteur aux fragments constants des immunoglobulines (FcRI), les récepteurs aux 
cytokines (chaine γc)… Pour toutes ces endocytose, la dynamine semble aussi être impliquée dans la 
scission des vésicules (Doherty and McMahon, 2009). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 13: Les différentes voies de l’endocytose  
D’après Doherty & McMahon, Annu Rev Biochem, 2009 
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b. Le trafic intracellulaire 
Une fois les vésicules ou tubules formés, ils sont dirigés vers les endosomes précoces qui assurent le tri 
des différents composants de ces vésicules endocytiques (cargos, récepteurs membranaires, lipides…) et 
leur adressage soit vers la membrane plasmique (recyclage), soit vers les voies de dégradation (utilisation 
des composants pour le métabolisme cellulaire). Le trafic intracellulaire n’est pas seulement important 
pour le trafic du contenu ou des récepteurs internalisés, il permet aussi le transport de protéines 
nouvellement synthétisées qui, une fois avoir subi leurs modifications post-traductionnelles, sont 
transportées au réseau trans-golgien (TGN) où elles seront empaquetées dans différentes vésicules afin 
de rejoindre les endosomes précoces qui assureront leur tri. La vésicule formée est transportée grâce à 
une machinerie de transport actif puis, une fois sa destination atteinte, elle fusionne avec le compartiment 
receveur grâce à un mécanisme nécessitant divers facteurs et protéines transmembranaires. Pour cela, de 
nombreuses protéines sont nécessaires, dont les protéines Rab (Ras-like proteins from rat brain) et leurs 
effecteurs (Cai et al., 2007).  
 
2. Les protéines Rab 
La famille des protéines Rab comporte environ 70 membres chez l’homme, incluant de nombreux 
paralogues. La première protéine Rab a été découverte chez la levure dans les années 1980, grâce à des 
souches mutantes présentant des défauts de sécrétion (Novick et al., 1980). Cette protéine Rab, Sec4, 
permet le transport des vésicules du Golgi à la surface de la cellule (Goud et al., 1988; Salminen and Novick, 
1987). Son homologue dans les cellules de mammifères est Rab8. Plus tard, les études sur les cellules de 
mammifères ont montré que les protéines Rab appartiennent en réalité à une grande famille, dont 
chacune a une localisation bien particulière, s’associant préférentiellement avec certaines organelles et 
contribuant ainsi à leur identité structurelle et fonctionnelle (Chavrier et al., 1990; Pfeffer, 2013). 
a. Structure des protéines Rab 
Les protéines Rab sont composées d’un domaine GTPase constitué de six feuillets β et de cinq hélices α, 
de domaines Switch (I et II) qui changent de conformation en réponse à la liaison ou à l’hydrolyse du GTP, 
de domaines de liaison protéine-protéine et d’un domaine C-terminal constitué d’une région 
hypervariable et d’une région à double cystéines (Stenmark and Olkkonen, 2001).  
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Une fois synthétisées dans le cytosol, les protéines Rab se lient à la protéine REP (Rab escort protein) qui 
présente la protéine Rab à la géranylgéranyltransférase (GGTase II) qui prényle (ajout de groupements 
géranyl-géranyl) la protéine Rab sur le motif double cystéines en C-terminal. Cette prénylation permet 
d’ajouter un ou deux lipides isopréniques sur la protéine Rab, la rendant ainsi hydrophobe et favorisant 
son interaction avec les membranes (Desnoyers et al., 1996). Le recrutement des protéines Rab à la 
membrane des organelles dépend de leur activation. En effet, les protéines Rab fonctionnent comme des 
interrupteurs moléculaires qui peuvent être soit en conformation inactive, lorsqu’elles sont associées au 
GDP, soit en conformation active, lorsqu’elles sont associées au GTP (Rojas et al., 2012). Dans le cytosol, 
les protéines Rab sont inactives et liées à la protéine GDI (GDP-dissociation inhibitor) qui évite la perte du 
GDP et masque le groupement géranyl-géranyl (Gavriljuk et al., 2013). Pour s’associer avec une 
membrane, la protéine Rab se libère du GDI par un mécanisme encore inconnu à ce jour. Puis, les protéines 
GEF permettent l’échange du GDP en GTP des protéines Rab, afin qu’elles soient dans leur conformation 
active (Barr and Lambright, 2010). Les protéines Rab, liées au GTP, se lient à la membrane des organelles 
et recrutent leurs effecteurs de manière spatio-temporelle. Ces effecteurs sont les véritables moteurs 
moléculaires des fonctions des protéines Rab. Enfin, une fois leurs fonctions réalisées, les protéines Rab 
sont désactivées par leur GAP qui permet l’hydrolyse du GTP en GDP + Pi (phosphate inorganique), et de 
se lier à nouveau au GDI (Figure 14) (Barr and Lambright, 2010).  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 14: Le cycle d’activation des protéines Rab 
Les protéines Rab associées au GDP sont dans leur conformation inactive. Elles sont reconnues par la 
protéine REP (Rab escort protein) qui présente la protéine Rab à la GGTase II (Rab geranylgeranyl 
transferase) qui ajoute des groupements géranylgéranyls sur des résidus cystéines de la protéine Rab. Les 
protéines Rab géranylées sont alors reconnues par le GDI (GDP dissociation inhibitor) qui régule ce cycle 
d’activation des protéines Rab. Pour passer dans leur conformation active, le GDP doit être échangé avec 
le GTP par la protéine GEF (Guanine Exchange Factor). Dans leur conformation active, les protéines Rab 
peuvent alors s’associer avec leurs effecteurs. La protéine GAP (GTPase-activating protein) permet 
l’hydrolyse du GTP en GDP et la protéine Rab repasse ainsi dans sa conformation inactive. D’après 
Stenmark, Nat Mol Cell Biol, 2009.  
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b. Localisations des protéines Rab endocytiques 
Parmi les 70 protéines Rab, une quarantaine participent à la régulation du trafic endocytique (Galvez et 
al., 2012). L’étude de leur localisation a permis de démontrer une grande spécificité permettant 
l’identification et la catégorisation des organelles impliquées dans le trafic endosomal grâce aux protéines 
Rab retrouvées à leurs surface, comme décrit sur la figure 15 et le tableau 4 (Chavrier et al., 1990; Pfeffer, 
2013). On retrouve notamment les protéines Rab5 qui identifient les endosomes précoces (également 
appelés endosomes de tri), des compartiments membranaires de 100 à 500 nm de diamètre, formés par 
la fusion des vésicules provenant des différentes voies d’endocytose. Ces endosomes sont le centre de tri 
des molécules internalisées. Ces molécules peuvent être recyclées par des tubules directement dirigés 
vers la membrane plasmique ou à travers des organelles intermédiaires, telles que les endosomes de 
recyclage (identifiés par Rab11), le réseau trans-Golgi (TGN, trans golgi network) (identifié par Rab8). Les 
molécules internalisées peuvent aussi être envoyées vers la voie de dégradation à travers les endosomes 
tardifs (identifiés par Rab7) et les lysosomes (identifiés par Rab9). 
 
c. Fonctions des protéines Rab 
La localisation spécifique des protéines Rab est surtout due aux fonctions de ces protéines à la surface de 
ces différentes organelles. En effet, les protéines Rab sont capables de recruter une véritable « boite à 
outils » d’effecteurs qui contrôlent les fonctions essentielles des endosomes, telles que l’établissement de 
domaines protéiques, la modification de lipides, la fusion et la fission membranaire, la motilité, la liaison 
des protéines motrices (telles que la kinésine et la dynéine) et la déformation membranaire nécessaire à 
la formation de tubules et de vésicules (Galvez et al., 2012). Les fonctions jouées par les protéines Rab 
sont donc très diverses mais aussi très spécifiques des effecteurs que la petite GTPase peut recruter.   
i. Le rôle des protéines Rab dans la fusion des endosomes 
Une fois la vésicule internalisée grâce aux différentes voies d’endocytose, elle rejoint les endosomes 
précoces afin d’être triée. Les protéines Rab sont importantes dans la régulation de ces évènements en 
agissant avec la machinerie des SNAREs (soluble N-ethylmaleimide-sensitive-factor attachment protein 
receptor), ce qui permet aux deux vésicules de se rapprocher et de fusionner. Rab5 est la première 
protéine Rab identifiée comme ayant un rôle dans la fusion membranaire (Gorvel et al., 1991). Rab5 
recrute les effecteurs impliqués dans la fusion des vésicules d’endocytose, notamment la PI3K de classe III 
(VPS34) qui génère des domaines membranaires riches en PI3P. Plusieurs autres effecteurs de Rab5 sont 
alors capable de lier ces domaines riches en PI3P et Rab5, tels que la protéine EEA1 (early endosome 
antigen 1), la rabenosyn-5 et la protéine syntaxine 6 (Christoforidis et al., 1999a; Horiuchi et al., 1997; 
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Simonsen et al., 1999). Ce complexe permet la reconnaissance et le rapprochement d’autres vésicules 
d’endocytose, via le lien Rab5 / EEA1, puis la fusion des endosomes précoces et des vesicules 
d’endocytose, grâce à l’interaction des protéines SNAREs de l’endosome (syntaxine 6, VTI1A et PRA1) et 
de la vésicule (VAMP4 et PRA1) (Figure 15) (Murray et al., 2016; Ohya et al., 2009). 
ii. Le rôle des protéines Rab dans la maturation des endosomes 
Une fois que ces cargos ont rejoint les endosomes précoces, ils peuvent aller vers la voie du recyclage ou 
destinés à être dégradés. Les endosomes précoces chargés en cargos destinés à être dégradés évoluent 
dans un premier temps en endosomes tardifs. Ces endosomes, identifiés par la présence à leur surface de 
la petite GTPase Rab7, sont des compartiments membranaires de 300 à 500nm de diamètre, plus denses 
aux électrons que les endosomes précoces. Au niveau moléculaire, la maturation des endosomes se fait 
par le recrutement de la GEF de Rab7, sur l’endosome précoce, par Rab5. Cela favorise le recrutement de 
Rab7 sur ces endosomes. Ensuite, Rab7 recrute la GAP de Rab5, conduisant à son éviction de l’endosome 
(Figure 15) (Christoforidis et al., 1999a, 1999b; Rink et al., 2005). Ce changement permet de substituer les 
domaines Rab5 par des domaines Rab7 qui participent à la fusion de l’endosome tardif avec le lysosome, 
via le recrutement des protéines du complexe HOPS (homotypic fusion and protein sorting).  
iii. Le rôle des protéines Rab dans le bourgeonnement des vésicules 
Les cargos qui ne sont pas destinés à être dégradés sont recyclés via d’autres compartiments 
membranaires. La sélection des domaines membranaires destinés à être recyclés est permise grâce à des 
complexes protéiques, dont les protéines Rab et leurs effecteurs. Par exemple, dans le cas du recyclage 
du récepteur au mannose-6-phosphate (M6PR) des endosomes tardifs vers le TGN, la protéine Rab7 joue 
un rôle central. En effet, Rab7, au niveau des endosomes tardifs, recrute le rétromère, un complexe formé 
par les protéines VPS26, VPS29 et VPS35 qui sont impliquées dans la reconnaissance du cargo, et des 
protéines SNX1 et SNX2 qui permettent la formation d’un tubule. De plus, Rab9 recrute son effecteur 
TIP47, nécessaire pour le transport du M6PR (Carroll et al., 2001; Lombardi et al., 1993). Cela permet ainsi 
la formation de vésicules destinées au TGN, comme indiqué sur la figure 15 (Pfeffer, 2011; Soldati et al., 
1995). 
iv. Le rôle des protéines Rab dans le transport des vésicules 
Les vésicules de transport ainsi formées doivent être adressées à leur compartiment de destination. Pour 
cela, le trafic est, en partie, médié par les filaments d’actines et les microtubules, selon la distance que les 
vésicules de transport doivent parcourir. Les protéines Rab et leurs effecteurs sont impliquées dans 
l’attachement des vésicules aux protéines motrices. Par exemple, RAB11FIP2 (Rab11 family-interacting 
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protein 2), un effecteur de Rab11a, recrute MYO5B, une protéine motrice dépendante de l’actine, au 
niveau des endosomes de recyclage (Figure 15) (Lapierre et al., 2001). Un autre exemple du rôle des 
protéines Rab dans le transport des vésicules est le recrutement de membre de la famille des kinésines 
par les protéines Rab, tels que KIF20A, un effecteur de Rab6a, au niveau du Golgi (Echard et al., 1998). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 15: Localisations et fonctions des 
protéines Rab 
Le trafic endocytique est un réseau 
dynamique d’organelles de compositions 
et fonctions différentes. Les endosomes 
précoces reçoivent les cargos de 
différentes voies d’entrée et du TGN 
(trans-Golgi network). Les endosomes 
tardifs reçoivent les cargos des 
endosomes précoces et les envoient vers 
les lysosomes ou vers le TGN. Les 
endosomes de recyclage reçoivent les 
cargos des endosomes précoces et les 
renvoient à la membrane plasmique. 
D’après Galvez et al., Cell, 2012. 
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Tableau 4: Localisations et 
fonctions des protéines Rab 
CCV: vésicules mantelées de 
clathrine; RE: réticulum 
endoplasmique; TGN: Réseau 
Trans-Golgi; GSV: Vésicules 
contenant GLUT4. D’après Galvez 
et al., Cell, 2012. 
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d. Le rôle des protéines Rab dans le métabolisme gluco-lipidique 
Plusieurs études suggèrent une régulation des protéines Rab par des signaux métaboliques. En effet, nous 
avons pu trouver dans une base de données publiée par le Dr Mattila, que l’expression de 15 protéines 
Rab impliquées dans l’endocytose est augmentée dans des insectes nourris avec un régime riche en sucre 
comparé à des insectes nourris avec un régime pauvre en sucre (Mattila et al., 2015). De plus, l’expression 
de différentes protéines Rab sont modifiées dans le foie des souris mises à jeun puis re-nourries (Eckel-
Mahan et al., 2013; Zhang et al., 2011). Dans le foie, Rab5 est nécessaire pour le métabolisme gluco-
lipidique de manière dépendante de la G6Pase (Zeigerer et al., 2015). Confortant ce résultat, l’invalidation 
in vivo de VPS34, un effecteur de Rab5, conduit à une hépatomégalie, une stéatose hépatique et un défaut 
de stockage du glycogène (Jaber et al., 2012). 
Le laboratoire a largement participé à démontrer le rôle des protéines Rab4 dans les fonctions 
métaboliques au sein du tissu adipeux, et plus particulièrement des adipocytes. En 1996, le Dr Cormont a 
montré que les protéines Rab, et plus particulièrement Rab4 et Rab5, sont impliquées dans la translocation 
à la membrane de GLUT4, sous dépendance de la signalisation de l’insuline dans les adipocytes (Cormont 
et al., 1996a, 1996b). De manière concomitante, ce résultat a été confirmé dans le muscle squelettique 
(Sherman et al., 1996). Plus récemment, le rôle clé de Rab4b dans le métabolisme gluco-lipidique a été 
mis en évidence, in vivo, chez un insecte, la noctuelle de la tomate (Helicoverpa armige). En effet, dans 
cet insecte, Rab4b est nécessaire à l’expression de la glycogène synthétase et diminue l’expression de 
FOXO, qui inhibe normalement la synthèse du glycogène. Cette étude a également montré que, dans des 
lignées cellulaires, Rab4b est augmentée suite à la stimulation par l’insuline et permet ainsi le stockage du 
glycogène (Hou et al., 2012). De plus, les travaux de Vincent Kaddai, au laboratoire, en 2009, avaient 
permis de mettre en évidence que Rab4b est présent dans les compartiments de séquestration de GLUT4 
dans les adipocytes (Figure 16) et que la diminution de l’expression de Rab4b modifie la localisation 
cellulaire de GLUT4, qui se retrouve alors à la membrane plasmique, ce qui augmente la capture de glucose 
par l’adipocyte (Figure 17) (Kaddai et al., 2009b). Cette étude a également montré que les niveaux 
d’expression des protéines Rab4a et Rab4b étaient diminués dans les tissus adipeux de souris obèses, mais 
qu’uniquement l’expression de Rab4b était diminuée dans les tissus adipeux sous-cutanés de patients 
obèses et diabétiques (Figure 18) (Kaddai et al., 2009b).  
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Figure 16: Rab4b est localisé dans les compartiments contenant GLUT4 dans les adipocytes 
Marquage de GLUT4 (en rouge) dans les adipocytes qui expriment Rab4b-GFP. 
(Kaddai et al., Plos One, 2009) 
Figure 17: L’inhibition de Rab4b augmente la quantité de GLUT4 à la membrane plasmique et la capture de 
glucose 
(A) Marquage GLUT4 (en rouge) dans des adipocytes 3T3-L1 en présence de siRNA contrôles ou dirigés contre 
Rab4b.   
(B) Mesure de la capture de glucose en réponse à l’insuline dans les adipocytes 3T3-L1 en présence de siRNA 
contrôles ou dirigés contre Rab4b. 
(Kaddai et al., Plos One, 2009) 
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3. Les protéines Rab4 
Les deux protéines Rab4, Rab4a et Rab4b, sont impliquées dans les voies de recyclage des protéines au 
niveau des endosomes précoces. Bien que codées par deux gènes distincts, ces deux protéines ont une 
très forte homologie de séquence (93% de conservation chez l’homme). Au cours de l’évolution, l’unique 
protéine Rab4, a évolué pour donner la protéine Rab4b dans les eucaryotes supérieurs. De plus, une 
duplication génique a permis l’apparition de la protéine Rab4a dans notre génome.  
 
Figure 18: L’expression de la protéine Rab4b est diminuée dans les tissus adipeux de sujets obèses 
diabétiques 
Niveaux d’expression de différentes protéines Rab dans le tissu adipeux épididymaire de souris db/+ et db/db 
(A) et dans le tissu adipeux sous-cutané de patients obèses diabétiques (B). 
(Kaddai et al., Plos One, 2009) 
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Chez les mammifères, les deux protéines Rab4 ont longtemps été considérées comme étant localisées sur 
les mêmes compartiments (endosomes précoces et de recyclage) et jouant les mêmes fonctions dans le 
recyclage des protéines au niveau des endosomes (Sönnichsen et al., 2000). Toutefois, une étude de notre 
laboratoire dans un modèle cellulaire d’adipogenèse murin, les fibroblastes 3T3-L1, a mis le doute sur 
cette localisation unique en révélant que Rab4a et Rab4b étaient localisés dans des structures différentes 
dans les adipocytes (Kaddai et al., 2009b). Ces localisations différentes entre les deux protéines Rab4 ont 
récemment été confirmées par des techniques de microscopie à super résolution qui ont permis de 
montrer que Rab4a et Rab4b ne sont pas colocalisés dans les cellules dendritiques (Li et al., 2016). Ce 
résultat est conforté par l’analyse des effecteurs de Rab4a et de Rab4b qui montrent que ces deux 
protéines ne partagent qu’une partie de leurs effecteurs, et donc qu’une partie de leurs fonctions. 
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Objectifs de la thèse 
Les résultats obtenus précédemment par le laboratoire suggèrent que Rab4b pourrait être un élément 
important associé aux désordres métaboliques liés à l’obésité (Kaddai et al., 2009b). Néanmoins, le type 
cellulaire du tissu adipeux dans lequel Rab4b est diminuée reste encore à déterminer et la conséquence 
de cette diminution sur le métabolisme gluco-lipidique au sein du tissu adipeux reste à être étudiée. 
 
L’objectif de ma thèse est donc de déterminer les conséquences de cette réduction de Rab4b dans le 
tissu adipeux sur le développement des complications métaboliques associées à l’obésité. 
Pour atteindre cet objectif, je vais devoir : 
1. Déterminer dans quelle(s) population(s) cellulaire(s) du tissu adipeux Rab4b est diminuée lors 
de l’obésité 
2. Générer un modèle de souris invalidées pour Rab4b spécifiquement dans cette population 
identifiée  
3. Etudier si cette invalidation conduit à des désordres métaboliques 
4. Déterminer les mécanismes moléculaires impliqués dans ces désordres métaboliques 
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Présentation du projet 
1. Présentation du projet de thèse 
Il est désormais bien admis que l’inflammation contribue au développement de la résistance à l’insuline. 
Cette inflammation est due à des changements de populations de cellules immunitaires. L’obésité 
s’accompagne en effet d’une augmentation de cellules pro-inflammatoires, telles que les lymphocytes 
Th17, et d’une diminution des cellules anti-inflammatoires, telles que les lymphocytes Treg (Choe et al., 
2016). Cependant, les mécanismes moléculaires entrainant ces modifications de populations cellulaires 
lors de l’obésité restent, à ce jour, peu définis. A l’interface de nombreuses fonctions cellulaires, le trafic 
intracellulaire joue un rôle important dans l’homéostasie et la fonction des cellules immunitaires. Les 
GTPases de la famille des protéines Rab sont des régulateurs majeurs du trafic intracellulaire et il a été 
montré, par le laboratoire, que l’expression de Rab4b, une GTPase impliquée dans le recyclage, est 
diminuée dans les tissus adipeux de souris et de patients obèses (Kaddai et al., 2009b). Nous nous sommes 
donc demandés dans quel type cellulaire avait lieu cette diminution et quelles pourraient être les 
conséquences de cette diminution sur le métabolisme gluco-lipidique. 
 
Nos résultats démontrent que Rab4b est diminuée dans les lymphocytes T du tissu adipeux de souris et 
de patients obèses. Nous avons généré un modèle de souris invalidées pour Rab4b spécifiquement dans 
les lymphocytes T afin d’étudier les conséquences de cette réduction sur le métabolisme des souris. De 
manière surprenante, l’invalidation de Rab4b dans les lymphocytes T induit une résistance à l’insuline sous 
régime normal. Ce phénotype est aggravé chez les souris soumises à un régime riche en graisses. Nous 
avons montré que cette résistance à l’insuline accrue est induite par une dyslipidémie, elle-même 
provoquée par une diminution de la capacité de stockage du tissu adipeux, due à une altération de 
l’adipogenèse. Cette altération de l’adipogenèse serait une conséquence d’un environnement plus 
inflammatoire du tissu adipeux des souris invalidées pour Rab4b dans les lymphocytes T. Nous avons en 
effet montré que l’invalidation de Rab4b induit un défaut de polarisation des lymphocytes T qui est à 
l’origine d’une augmentation des Th17, population pro-inflammatoire, et d’une diminution des Treg, 
population anti-inflammatoire, changements également observés lors de l’obésité.  
 
75 
 
Ces données suggèrent que la dérégulation du trafic endocytique due à la diminution de Rab4b pourrait 
être un nouveau mécanisme régulant l’expansion du tissu adipeux et la sensibilité à l’insuline par les 
lymphocytes T. 
2. Autre contribution 
Lors de ma thèse, j’ai aussi pu contribuer à une étude démontrant les causes et conséquences de 
l’activation de la voie p53, impliquée dans le développement des maladies métaboliques dans les 
adipocytes lors de l’obésité. Cette étude a permis de mettre en évidence la présence de dommages à 
l’ADN, connus pour induire l’activation de la voie p53, lors de l’obésité. Ce processus est un évènement 
précoce lors du développement de l’obésité et entraine une altération des fonctions adipocytaires 
conduisant à une inflammation du tissu adipeux. J’ai participé aux expériences de cytométrie en flux de 
cette publication parue dans Diabetes en 2016, mise en annexe. 
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Résultats 
Loss of the small GTPase Rab4b in T cells alters T cell subpopulations in adipose tissue and causes 
adipose tissue dysfunction and insulin resistance 
Ce manuscrit a été soumis au journal Cell Reports. 
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Summary  
Changes in T cell populations in obese adipose tissue (AT) contribute to insulin 
resistance (IR) but the underlying mechanisms remain poorly understood. Endocytic 
trafficking controls the fate of immune cells and here we show a decreased mRNA 
expression of an early/recycling endosomal protein, Rab4b, in adipose T cells of 
obese mice and patients. We generated T cell-specific Rab4b knockout mice and 
found that those mice progressively developed IR on normal chow diet and had a 
worsened IR on high fat diet. Loss of Rab4b in T cells increased adipose Th17 and 
decreased Treg in chow-fed mice and induced a cell-autonomous skew of T cell 
differentiation towards Th17. Consequently, AT inflammation developed that reduced 
adipogenesis, promoted adipocyte hypertrophy leading to elevated plasma non-
esterified fatty acids and ectopic lipid deposition. This study highlights Rab4b in T 
cells as a new actor controlling AT remodelling and insulin sensitivity by regulating T 
cell fate. 
 
Key words: 
Immunometabolism, small GTPase, endocytosis, adipose tissue, ectopic lipids  
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INTRODUCTION  
White adipose tissue (WAT) plays an important role in regulating whole-body energy, 
glucose/lipid homeostasis, and insulin sensitivity through its metabolic and endocrine 
functions. The remodeling of WAT is a key homeostatic process to maintain the 
metabolic homeostasis in response to change in energy status (Pellegrinelli et al., 
2016; Rutkowski et al., 2015). Pathologic remodeling of WAT with alteration in its 
functions as observed in obesity is critically involved in the development of insulin 
resistance and obesity-related cardio-metabolic disease (Crewe et al., 2017). 
Indeed, when WAT reaches its maximal capacity of expansion and become 
dysfunctional, ectopic accumulation of toxic lipids occurs in other metabolic organs 
such as muscles and liver inhibiting insulin signaling and action (Ertunc and 
Hotamisligil, 2016; Virtue and Vidal-Puig, 2010).  
The healthy and pathological expansion and function of WAT in response to 
metabolic cues depend on complex interplays between adipocytes and adipose 
stromal cells. Among these stromal cells, a delicate balance between pro- and anti-
inflammatory immune cells including macrophages and T cells, plays a key role in 
healthy WAT homeostasis through a fine-tuning of inflammatory signals (Boutens 
and Stienstra, 2016; Crewe et al., 2017; Fitzgibbons and Czech, 2016). Obesity 
alters both the innate and adaptive immunity (Andersen et al., 2016). Obesity shifts 
adipose innate immune cells towards a pro-inflammatory state with an increase in 
metabolically and/or classically activated macrophages (Boutens and Stienstra, 
2016). This is accompanied by the production of pro-inflammatory mediators that 
impair insulin signaling, the functions of insulin-sensitive tissues, but also impact on 
WAT expansion and adipocyte differentiation (Gustafson et al., 2009; Tanti et al., 
2012). Different lymphocyte subsets are also modified in obese WAT 
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(Chatzigeorgiou et al., 2012). Among them, regulatory T cells (Tregs) are decreased 
whereas effector T cells increased, and this imbalance participates in WAT 
inflammation and dysfunction (Feuerer et al., 2009; Priceman et al., 2013; Winer et 
al., 2009). It is therefore clear that a cross-talk between immune cells and adipocytes 
is crucial for WAT homeostasis and that a deregulation of this cross-talk contributes 
to pathological remodeling of WAT, but the underlying cellular and molecular 
mechanisms remain incompletely understood. 
Endocytosis is critically involved in cell adaptation to external cues including 
metabolic one and in the cross-talk between different cell types within tissues by 
controlling the subcellular localization of protein complexes in a microenvironment-
dependent manner (Di Fiore and von Zastrow, 2014). The family of Rab GTPases is 
a central hub governing intracellular trafficking through membrane tethering, fusion, 
and motility (Galvez et al., 2012). We and others have shown that Rabs, including 
the Rab4 family, control the insulin-induced glucose transporter Glut4 translocation 
to the plasma membrane in adipocyte (Cormont et al., 1996; Mari et al., 2006). 
Especially, we identified Rab4b, an endosomal Rab, as a key player of Glut4 
translocation in adipocytes and importantly, the expression of Rab4b was decreased 
in WAT of obese and insulin resistant mice and patients (Kaddai et al., 2009). In 
addition to be expressed in adipocytes, Rab4b is strongly expressed in immune cells 
(Gurkan et al., 2005) and a fine-tune intracellular trafficking controls the function and 
fate of the immune cells (Pei et al., 2012). Therefore, it was plausible that a 
deregulation of Rab4b expression in adipose immune cells participate in the 
alteration of WAT remodeling and functions. 
We show here that Rab4b expression was reduced in adipose T cells of obese mice 
and patients, but not in adipocytes. To address the pathophysiological importance of 
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this decrease, we generated mice with a specific invalidation of Rab4b in T cells. We 
demonstrate that Rab4b invalidation in T cells worsened the insulin resistance of 
diet-induced obese mice and was sufficient to promote glucose intolerance and 
insulin resistance of mice fed a normal chow diet (NCD). This was due to an 
unhealthy WAT expansion and inflammation, leading to ectopic lipid deposits in liver 
and muscles. WAT inflammation started early with a decrease in Treg cells and an 
increase in Th17 in AT. We also show that the loss of Rab4b in T cells skewed Th0 
differentiation towards Th17 at the expense of Treg. Thus, we identify Rab4b in T 
cells as a critical factor for the control of WAT remodeling and insulin sensitivity by 
regulating T cell functions and fate.  
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RESULTS 
Rab4b mRNA levels is reduced in CD3+ T lymphocytes from obese adipose 
tissue 
We ever reported that the level of Rab4b mRNA was reduced in WAT from obese 
and diabetic patients and in epididymal WAT (epiWAT) from db/db mice (Kaddai et 
al., 2009). Here, we found a progressive decrease in Rab4b mRNA expression in 
epiWAT when the percent of calorie from lipid in the diet was increasing from 8.4 % 
(NCD) to 45 and 60 % (high-fat diet, HFD) (Figure 1A). The Rab4b mRNA 
expression in epiWAT was inversely correlated to fasting glucose, fat pad weight, 
and glucose tolerance index (Figure 1B), suggesting a link between the low levels of 
Rab4b in epiWAT and alterations in glucose homeostasis in obesity. Surprisingly, 
Rab4b mRNA level was unchanged in adipocytes between lean and obese mice 
(Figure 1C) whereas it was decreased by 30 % in epiWAT CD3+ T lymphocytes from 
obese compared to lean mice (Figure 1D). Importantly, Rab4b mRNA expression 
was also decreased in human CD3+ T lymphocytes isolated from visceral WAT of 
obese non-diabetic patients compared to none-obese individuals (BMI<30), and this 
reduction was even stronger in obese and diabetic patients reaching a 2-fold 
decrease compared to the non-obese individuals (Figure 1E and Supplemental 
Table 1). Altogether these results evidence that the level of Rab4b mRNA decreases 
in T lymphocytes of WAT in obese mice and patients.  
Generation of mice with a specific invalidation of Rab4b in T cells 
To investigate the results of the reduced Rab4b expression in T cells on glucose and 
lipid homeostasis and insulin resistance, we generated mice in which the Rab4b 
gene was disrupted by homologous recombination specifically in T cells (Rab4bTcell 
KO mice) by crossing mice with Rab4b floxed alleles (Rab4bflox/flox mice) with mice 
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expressing the Cre recombinase under the control of the promoter of the T 
lymphocyte-specific protein tyrosine kinase Lck (Lck-Cre mice) (Figures 2A, S1A 
and S1B). The Rab4bTcell KO mice were viable and born at expected Mendelian ratio. 
As anticipated, Rab4b mRNA expression was markedly reduced in T lymphocytes 
and in NK/NKT cells isolated from the spleen of Rab4bTcell KO mice, but not in 
monocytes and B lymphocytes (Figure 2B). Consistently, reduced mRNA 
expression of Rab4b was observed in the spleen of Rab4bTcell KO mice, which is 
enriched in T lymphocytes, but not in other organs such as the brain, muscle, or liver 
(Figure S1C). The knockdown efficiency was also validated by Western blot (Figure 
2C). The expression of other endocytic Rab, including the most Rab4b homologous 
Rab4a as well as Rab5a, Rab11a, and Rab14 were unchanged (Figure S1D). Since 
lymphocytes are present in WAT, we reasoned that the expression of Rab4b should 
be decreased in the stroma vascular fraction (SF). Accordingly, the Rab4b mRNA 
expression was decreased by ~ 50 % in SF of epiWAT and importantly no change 
was found in adipocytes (Figure 2B). These findings indicate that the mice with 
Rab4b deletion in lymphocytes are suitable to study the consequences of a 
decreased expression of Rab4b in adipose T cells on metabolic disorders associated 
with obesity. 
Loss of Rab4b in T cells causes glucose intolerance and insulin resistance 
with aging in chow-fed mice and worsens insulin resistance in obesity 
To apprehend if the reduced expression of Rab4b mRNA in AT lymphocytes during 
obesity is linked to metabolic complications, Rab4bTcell KO mice were followed under a 
NCD for 35 weeks or challenged with a HFD (60 % energy from fat) from the age of 
7 weeks for 18 weeks. Rab4bTcell KO mice gained similar weight and fat mass than 
their littermate controls both on NCD (Figure 3A, and 3B) or after HFD (Figures 3C, 
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and 3D). At 10 weeks of age, random-fed glucose and insulin levels were not 
different in chow-fed animals (Figures 3E and 3F). However, at 25 and 35 weeks of 
age, chow-fed Rab4bTcell KO had a 2- to 3-fold increase in random-fed serum insulin 
level (Figure 3F) and abnormal plasma glucose levels in the fasting state 
(Rab4bflox/flox vs Rab4bTcell KO: 179.0 ± 10.9 and 214.2 ± 9.3; P value<0.05 in 25-
week-old mice; 179.5 ± 7.4 and 203.1 ± 4.3; P value<0.05 in 35-week-old mice). 
These findings revealed the first signs of metabolic complications. Although chow-
fed Rab4bTcell KO mice did not yet reveal differences on glucose tolerance compared 
to controls at 25 weeks of age on intraperitoneal glucose tolerance test (ipGTT) 
(Figures 3G and S2A), 35-week-old Rab4bTcell KO mice remarkably developed 
glucose intolerance (Figures 3H and S2A). Compared to chow-fed Rab4bflox/flox 
littermates, Rab4bTcell KO mice also exhibited higher plasma insulin concentration at 
the 20-min time-point after glucose challenge (Figure 3l) and a 2-fold increase in the 
homeostasis model assessment of insulin resistance (HOMA-IR: 2.9 ± 0.4 for 
Rab4bflox/flox mice vs 6.1 ± 0.9 for Rab4bTcell KO mice; P value = 0.03). Accordingly, Akt 
phosphorylation on Thr308 and Ser473 was decreased in muscle of 35-week-old 
Rab4bTcell KO mice (Figure 3J; pAKT-308: 0.95 ± 0.05 for Rab4bflox/flox mice vs 0.75 ± 
0.05; P value= 0.052, and pAKT-473: 1.02 ± 0.07 for Rab4bflox/flox mice vs 0.70 ± 
0.07; P value<0.05). To verify that this change in glucose homeostasis was not due 
to the Lck-Cre transgene, we compared Lck-Cre mice with Rab4bflox/flox and wild-type 
(WT) mice at 35 weeks of age. We did not observed difference for glucose tolerance, 
fed and fasted blood glucose, fed blood insulin and fat mass between those mice 
(Figures S2C-H). We then investigated the metabolic phenotype of the Rab4bTcell KO 
mice fed a HFD. After 15 weeks of HFD feeding, Rab4bTcell KO mice not only showed 
a 2.5-fold increase in random-fed serum insulin level with similar random-fed glucose 
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compared to Rab4bflox/flox littermates (Figure 3K and 3L) but also an increase in 
fasting blood glucose (213.5 ±29.6 for Rab4bflox/flox mice vs 279.5± 10.2 for Rab4bTcell 
KO mice; P value < 0.05). This was associated with the development of a more 
severe glucose intolerance with a 2-fold increase in the area under the curve on 
ipGTT (Figures 3M and Figure S2B) and a worse insulin resistance by insulin 
tolerance test (Figure 3N). Altogether, these findings show that Rab4b deficiency in 
T cells drives, without altering body weight and adipose mass, a progressive 
alteration in glucose tolerance and insulin response with age in mice fed a NCD and 
worsens glucose intolerance and insulin resistance upon HFD. 
Rab4bTcell KO mice display ectopic lipid accumulation and an increase in 
circulating level of non-esterified fatty acids  
The NCD-fed Rab4bTcell KO mice at 35 weeks of age developed dyslipidemia with a 
significant increase in blood level of non-esterified fatty acids (NEFA) in the fasting 
state (Figures 4A) with a 5.6-fold and 3.5-fold increase in muscle and liver TG 
content (Figures 4B and 4C). These findings clearly correlated with the glucose 
intolerance these mice developed. An increase in circulating NEFA was also 
observed at 25 weeks of age when features of metabolic complications start to occur 
but without signs of ectopic lipid deposits in muscle and liver (Figures 4B and 4C). 
At this age, Rab4bTcell KO mice exhibited a lower respiratory quotient (RQ) compared 
to Rab4bflox/flox mice mainly in the light phase (Figure 4D and 4E) compared to 
control mice without modifications in energy expenditure, activity, and rearing 
(Figure S3A-F). This is indicative of higher lipid utilization and can explain the lack of 
ectopic lipid accumulation despite the increase in circulating NEFA in 25-week-old 
Rab4bTcell KO mice. Upon HFD, Rab4bTcell KO mice had a worsening of liver steatosis 
with an increase in both lipid droplet number and size (Figure 4F and 4G). These 
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results indicate that Rab4b deficiency in T cells induced ectopic lipid accumulation 
with age in mice fed a NCD and worsens liver steatosis upon HFD challenge. 
Loss of Rab4b in T lymphocytes drives pathological adipose tissue expansion 
with enlarged adipocytes 
The increase in fasting blood NEFA followed by the ectopic lipid deposits in chow-fed 
Rab4bTcell KO mice suggested that the glucose intolerance and metabolic 
abnormalities may originate from alterations in WAT functions. To determine whether 
loss of Rab4b in T cell drives WAT alterations, we analyzed AT cellularity and 
adipocyte size. Strikingly, despite no change in epiWAT mass between the two 
genotypes (Figure 3B), there was a 30 % increase in the mean diameter of 
adipocytes from chow-fed Rab4bTcellKO mice compared to Rab4bflox/flox littermates as 
early as at 25 weeks of age when features of metabolic complications started to 
occur (Figure 5A and 5B). By contrast, adipocyte size was unaltered in younger 10-
week-old Rab4bTcellKO mice which did not exhibit metabolic alterations (Figure 5A 
and 5B). Accordingly, the expression of leptin mRNA that is tightly correlated with 
adipocyte size (Guo et al., 2004), was increased in epiWAT of 35-week-old 
Rab4bTcell KO mice (Figure 5C). Because of the increase in fasting blood NEFA in 
Rab4bTcell KO mice, we looked at the expression of genes controlling adipocyte 
lipolysis in epiWAT. We found a decreased of perilipin (PLIN1) mRNA in epiWAT 
from chow-fed Rab4bTcel lKO (Figure 5C). By contrast the mRNA expression of the 
lipases ATG, HSL, and MGL was unaltered (Figure 5C). But, the phosphorylation of 
the activating PKA-dependent phosphorylation site S563 on HSL was increased by 
1.8-fold (Figure 5D). A decrease in PLIN1 and an increase in S563-HSL support an 
increase in epiWAT lipolytic activity which could explain the increase in plasma 
NEFA in Rab4bTcell KO mice. Altogether, our findings illustrate that the loss of Rab4b 
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in T cells promotes the development of hypertrophic and dysfunctional adipocytes in 
epiWAT of Rab4bTcellKO mice, a feature of unhealthy WAT associated with insulin 
resistance and metabolic complications (Crewe et al., 2017; Gustafson and Smith, 
2015). 
Loss of Rab4b in T cells promotes an early impairment in adipogenesis 
affecting the dynamic of adipose tissue expansion  
The unaltered WAT mass observed in Rab4bTcell KO mice together with the increase 
in adipocyte size suggested fewer adipocytes. Consistent with this hypothesis, the 
calculated number of adipocytes, although similar between the two genotypes until 
10 weeks of age, plateaued earlier in Rab4bTcell KO mice than in their control 
littermates. Consequently, the number of mature adipocytes was halved in 25- or 35-
week-old Rab4bTcell KO mice compared with Rab4bflox/flox mice (Figures 5E).  
Because pathological fat mass expansion can result from limited recruitment and 
differentiation of adipocytes from progenitor cell (Pellegrinelli et al., 2016; Tchkonia 
et al., 2013), we determined whether the alteration in the dynamic of WAT expansion 
in Rab4bTcell KO mice resulted from a reduction in adipocyte differentiation from their 
progenitors. First, we looked for if Rab4b deficiency in T lymphocytes affected the 
number of mesenchymal stem cells (MSCs) within the epiWAT because adipose 
MSCs are committed into preadipocytes before being differentiated into mature 
adipocytes (Berry et al., 2014). We studied epiWAT from 10-week-old mice to detect 
early defects. The SF of epiWAT from 10-week-old Rab4b
flox/flox and Rab4bTcell KO 
mice was cultured under conditions favoring only the growth of the MSCs and the 
number of MSC colonies forming unit (CFU) was quantified (Figure 5F). Strikingly, 
the CFU number was increased by almost 2-fold in the Rab4bTcell KO mice suggesting 
an early defect in preadipocyte commitment. Importantly, the capacity of epiWAT 
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MSCs (Figure S4A) and preadipocytes (Figure S4B) from 10-week-old Rab4bTcell KO 
mice to differentiate into adipocytes ex vivo was unaltered, suggesting that factors 
secreted in the AT microenvironment of the Rab4bTcell KO mice altered MSCs-derived 
preadipocyte commitment and differentiation. To address this possibility, 3T3-L1 
preadipocytes were induced to differentiate into adipocytes in the presence of 
epiWAT explants from 10-week-old Rab4bTcell KO or Rab4flox/flox mice. EpiWAT 
explants from Rab4bTcell KO mice reduced by 60% 3T3-L1 differentiation in adipocyte 
compared to explants from Rab4flox/flox mice as shown by reduced TG accumulation 
visualized by oil-red-O staining and by the reduced expression of adipocyte specific 
genes (Figure 5G). These data demonstrate that the hypertrophic phenotype of 
adipocytes is associated with an early impairment in adipogenesis and suggest that 
the loss of Rab4b in T cell promotes, as early as 10 weeks of age, an epiWAT 
microenvironment that restricts adipocyte differentiation. This alteration in the 
dynamic of WAT expansion occurs before the development of the metabolic 
complications of the Rab4bTcell KO mice. 
Loss of Rab4b in T cell promotes WAT inflammation in chow-fed mice 
Adipocyte function and differentiation are controlled by the inflammatory environment 
(Gustafson et al., 2009). Thus, to determine whether the loss of Rab4b in T cells 
impaired adipogenesis through an alteration of the epiWAT cytokine secretion 
profile, we screened for cytokines/chemokines differentially secreted by the explants 
of 10-week-old Rab4bTcell KO and Rab4flox/flox mice. Cytokine/chemokine array analysis 
revealed that explants from 10-week-old Rab4bTcell KO secreted higher amounts of 
cytokines such as IL-17A, IL-6, and IL1-α or chemokines such as CXCL5 and 
CXCL12 and lower amounts of CCL5 (Figures 6A and 6B). Interestingly, IL-17A, IL-
6, and IL1-α are cytokines known to inhibit adipocyte differentiation (He et al., 2006; 
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Rotter et al., 2003; Shin et al., 2009; Zuniga et al., 2010). Consistently, the mRNA 
expression of IL-17A, IL-6, CXCL5 and CXCL12 was also increased in epiWAT of 
10-week-old Rab4bTcell KO mice while that of CCL5 was decreased and IL-2 and IL-10 
unchanged (Figure 6C). This inflammatory signature in Rab4bTcell KO mice suggested 
an early imbalance in AT T cell homeostasis that can be at the origin of the alteration 
in epiWAT expandability.   
Rab4b deficiency in T cells induces an early increase in adipose Th17 and 
decrease in adipose Treg 
To determine whether the observed changes in cytokine secretion could be due to 
changes in the populations of adipose immune cell owing to the loss of Rab4b in T 
cells, we characterized adipose immune cells in the epiWAT of 10- and 35-week-old 
Rab4bflox/flox and Rab4bTcell KO mice by flow cytometry by using the gating strategies 
described in the Figure S5. The proportion of CD4+ and CD8+ T lymphocytes as well 
as adipose NKT relative to conventional T cells in epiWAT cells was similar in the 
two genotypes whatever the age of the mice (Figures 7A and S6A). The number 
γδT cells, NK and B cells did not differ in epiWAT between the two genotypes at 10 
and 35 weeks of age (Figures S6A and S6B). Because we observed an increase in 
IL-17A production by the epiWAT from Rab4bTcell KO mice, we assessed whether the 
number of IL-17A-producing cells was changed. The number and proportion of IL-
17A+ TCRβ+ was increased by ~2.5-fold in epiWAT of 10- and 35-week-old 
Rab4bTcell KO mice compared to age-matched Rab4bflox/flox mice (Figure 7B). Among 
the IL-17A+TCRβ+ cells, less than 5 % expressed the NKT marker NK1.1 (data not 
shown) indicating that there was an increase in Th17 cells in epiWAT of Rab4bTcell 
KO mice. The number of IL-17A-producing γδT or NK cells was not different between 
the two genotypes whatever the age of the mice (Figure S6C). The expression of IL-
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17A in Th17, γδT cells, or NK was the same between 10-or 35-week-old Rab4bflox/flox 
and Rab4bTcell KO mice (Figure S6D). Interestingly, the increase in Th17 in epiWAT of 
Rab4bTcell KO mice was mirror to a decrease in the proportion and number of Foxp3-
expressing Treg cells (Figure 7C) suggesting that Rab4b deficiency in T cells 
induced an early alteration in the Th17/Treg balance within the epiWAT which can 
progressively lead to more profound alteration of AT inflammation with age. 
Accordingly, compared to Rab4bflox/flox mice at 35 weeks of age, age-matched 
Rab4bTcell KO mice displayed a 1.5-fold increase of F4/80+ -macrophages and a 
higher mRNA expression of F4/80 in epiWAT (Figures S6E and S6F) with ~1.4-fold 
increase in pro-inflammatory F4/80highCD11chigh macrophages but no differences in 
the number of F4/80lowCD11chigh cells (Figure S6E). This increase in macrophage 
infiltration was associated with an increase in the mRNA expression of CCL2 and 
TNFα (Figure S6F). 
Rab4b deficiency induces a cell autonomous defect in T-cell polarization 
To determine whether the alteration in the Th17/Treg balance in Rab4bTcell KO mice 
was cell-autonomous, naïve splenic CD4+CD62LhighCD44low T cells (Th0 cells) from 
Rab4bflox/flox and Rab4bTcell KO mice were differentiated in vitro either in Treg or in 
Th17 (Figure 7D). Around 40 % of Th0 cells from Rab4bflox/flox mice differentiated in 
Foxp3+ Treg under Treg-polarizing conditions and a small proportion (~5%) 
differentiated in IL-17A-producing Th17 (Figure 7D). By contrast in the same 
condition, the ability of Th0 cells from Rab4bTcell KO mice to differentiate into Treg was 
decreased by ~30 % and the proportion of Th17 was increased by 3-fold (Figure 
7D). The amount of T-bet Th1 cells positive for T-bet was similarly low using Th0 
cells either from Rab4bflox/flox or Rab4bTcell KO mice. Under Th17-polarizing conditions, 
around 45 % of Th0 cells from Rab4bTcell KO mice differentiated into Th17 compared 
14 
 
to ~25 % for Th0 cells from Rab4bflox/flox mice (Figure 7D). The proportion of Th0 
cells from Rab4bTcell KO mice which differentiated into Th1 cells in this condition was 
also slightly increased compared to Rab4bflox/flox mice (Figure 7D). Our observations 
thus evidence that Rab4b deletion in T cell favors Th17 differentiation while 
repressing Treg cells differentiation in a cell autonomous manner. This could 
contribute to the alteration in theTh17/Treg balance in epiWAT of Rab4bTcell KO mice. 
 
DISCUSSION  
Adaptive immunity is now recognized as an important player for WAT homeostasis. 
Furthermore, alteration in adipose T cells in obese WAT contributes to pathological 
WAT remodelling, WAT inflammation, and to the development of insulin resistance 
(DiSpirito and Mathis, 2015). We show here that the expression of the small GTPase 
Rab4b which is involved in the controls of endocytic recycling pathway (Perrin et al., 
2013) is decreased in adipose T cells of obese mice and patients. Using mice with a 
specific invalidation of Rab4b in T cells, we report that Rab4b in T cells plays a 
critical role in the healthy expansion of WAT, in the control of glucose and lipid 
homeostasis, and in the regulation of WAT Th17 and Treg cells homeostasis.  
It is likely that a defect in WAT expandability causes the metabolic dysfunctions of 
Rab4bTcell KO mice. Several studies have indeed shown both in obese mice and 
humans that failure in WAT expandability results in ectopic fat deposition in muscles 
and liver that contributes to insulin resistance (Carobbio et al., 2017; van Beek et al., 
2015; Yaghootkar et al., 2016). Conversely, proper tissue plasticity and expandability 
are associated with metabolic health and insulin sensitivity (Arner and Spalding, 
2010; Pellegrinelli et al., 2016). Consistently, chow-fed Rab4bTcell KO mice display 
reduced adipogenesis that is characterized by enlarged adipocytes, a decrease in 
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adipocyte number and an early increase in AT MSC together with an increase in 
circulating NEFA and ectopic fat deposits and they develop glucose intolerance. 
Importantly, the adipogenic defect is detectable before the metabolic complications 
of the Rab4bTcell KO mice suggesting that the loss of Rab4b in T cells interferes with 
healthy WAT development and thus causes the increase in inflammatory 
macrophages and the metabolic disorder in old chow-fed mice. 
The changes in cytokines and chemokines found in the WAT of Rab4bT cell KO mice as 
early as the age of 10 weeks certainly drive these pathological steps that, 
importantly, are qualitatively reminiscent of the unhealthy development of WAT in 
obesity. Especially, the loss of Rab4 in T cells increases the production by epiWAT 
of IL-17A, IL-6, and IL-1 that inhibit adipocyte differentiation (Rotter et al., 2003; Shin 
et al., 2009; Zuniga et al., 2010). We also found an increase in CXCL5 and CXCL12 
that contribute to obesity-induced inflammation and insulin resistance (Chavey et al., 
2009; Kim et al., 2014). Thus, the of Rab4b invalidation in T cells promotes an early 
inflammatory state in epiWAT that may restrain the capacity of WAT to properly 
expand. 
The changes in the profile of cytokines and chemokines secretion by the WAT of 
Rab4bTcell KO mice certainly result from changes in WAT immune cell content. 
Strikingly, the lack of Rab4b in T cell results in an early increase in adipose Th17 
and a loss of adipose Treg. The increases in Th17 may contribute to the increase in 
IL-17A secretion since we do not detect change in IL-17-producing γδT or NK cells. 
We however cannot exclude that MAIT or ILC3 contribute to the production of IL-17A 
by the WAT. These changes in adipose Treg and Th17 are also described during 
obesity (Bertola et al., 2012; Dalmas et al., 2014; Fabbrini et al., 2013; Feuerer et al., 
2009; Winer et al., 2009; Zuniga et al., 2010). Importantly, the loss of Treg in obesity 
16 
 
was causally linked to insulin resistance (Eller et al., 2011; Feuerer et al., 2009; 
Winer et al., 2009). Also, the frequency of Th17 cells is higher in obese and diabetic 
patients compared to obese one and Th17 can play a pathogenic role in obesity 
(Chehimi et al., 2017; Dalmas et al., 2014; Fabbrini et al., 2013). Interestingly, the 
decrease in Rab4b expression is larger in adipose T cells from obese and diabetic 
patients than in obese patients without diabetes, suggesting a potential association 
between Rab4b expression in T cells, the number of adipose Th17, and the severity 
of the metabolic complications of obesity.  
The imbalance between adipose Treg and Th17 in the epiWAT of Rab4bTcell KO mice 
strongly suggests that Rab4b in T cells plays a pivotal role in the maintenance of 
Treg to Th17 ratio in WAT. Hence its decreased expression in adipose T cells during 
obesity may participate in the Treg/Th17 imbalance described in obese WAT. The 
mechanisms involved in the increase in Th17 in obese WAT remain poorly 
understood but could involve several non-exclusive mechanisms. Obesity drives 
changes in adipocytes and adipose dendritic and stem cells, that could more 
efficiently trigger Th17 differentiation of the WAT resident naïve CD4+ T cell (Bertola 
et al., 2012; Chehimi et al., 2017; Eljaafari et al., 2015). Obesity is also associated 
with a splenic and systemic increase in Th17 (DeFuria et al., 2013; Winer et al., 
2009) that could yield to parallel variations within tissues. Lastly, the increase in 
WAT Th17 could result from trans-differentiation of Treg (Komatsu et al., 2014). We 
propose that obesity impacts adipose T cells to favour Th17 differentiation and that 
the decrease in Rab4b expression is involved at the molecular level. Indeed, isolated 
naïve T cells from Rab4bTcell KO mice are more prone to differentiate in Th17 when 
stimulated with anti-CD3 and anti-CD28 antibodies in the presence of IL-6 and 
TGFβ. Thus, the increase in adipose Th17 in Rab4bTcell KO mice may result from a 
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better intrinsic capacity of T cell to differentiate into Th17 in presence of small 
amounts of Th17 inducers in the WAT microenvironment. Interestingly, WAT even in 
lean subjects produces Th17 inducers including IL-6 and TGF-β (Fain et al., 2005; 
Gustafson et al., 2007). Accordingly, IL-6 level is increased in WAT of Rab4bTcell KO 
mice as early as 10 weeks of age. This could later be sustained by the establishment 
of positive feed-forward loops since IL-17A secreted by Th17 stimulates the 
secretion of IL-6 by adipocytes (Shin et al., 2009) and other cell types of the WAT 
(Davoine and Lacy, 2014; Ogura et al., 2008). 
The lack of Rab4b in T cells also impairs in vitro Treg differentiation. Treg and Th17 
are reciprocally regulated during differentiation and the plasticity between these two 
T cell populations has been described (Ivanov et al., 2007). Thus, our data highlight 
a pivotal role played by Rab4b in T cells to regulate the Th17/Treg differentiation, 
favouring Treg and restraining Th17. However, it is unlikely that the skewing of T 
cells towards Th17 is the only mechanism involved in the reduced number of 
adipose Treg in Rab4bTcell KO mice because the number of Treg decreased 10 times 
more than the Th17 increased. Alteration in Treg accumulation or survival in WAT 
are plausible additional mechanisms. In chow-fed mice, adipose Treg cells from 
thymus start to expand at the age of 10 weeks (Kolodin et al., 2015) and at this age, 
the number of Treg in epiWAT of Rab4bTcell KO mice is reduced. The number of Treg 
in WAT relies on Il-33/ST2 axis and on TCR interaction with antigens presented by 
MHC class-II molecules (Kolodin et al., 2015; Vasanthakumar et al., 2015). 
Importantly, Rab4b plays a role in endocytic trafficking (Perrin et al., 2013) and 
endocytic processes are involved in the regulation of the TCR level at the plasma 
membrane. Moreover, Rab4b co-localizes with intracellular TCR in T cells (Soares et 
al., 2013) suggesting that Rab4b-dependent pathways regulate TCR trafficking. 
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Rab4b-dependent endocytic processes could also organize an intracellular signalling 
platform for IL-33 signalling as shown for other cytokines (Cendrowski et al., 2016). 
In summary, the present study identified the small GTPase Rab4b in T cells as a 
new key protein contributing to the control of WAT expansion and insulin sensitivity 
by regulating the adipose Th17/Treg balance. Because Rab4b level is decreased in 
adipose T cells of obese and insulin resistant individuals, our data suggest that 
deregulation of Rab4b-dependent endocytic trafficking in immune cells may 
represent a new mechanism contributing to the development of obesity-associated 
metabolic disease. 
EXPERIMENTAL PROCEDURES 
Human samples  
Subjects were composed of morbidly obese subjects eligible for laparoscopic Roux-
en-Y gastric bypass (RYGP) surgery and are included in a larger population 
previously described (Dalmas et al., 2015; Fan et al., 2016). Obese subjects were 
segregated in nondiabetic (OB) and type 2 diabetic patients (OB/D) based on fasting 
glycemia over 7 mmol/L or use of antidiabetic drugs. Non-obese controls involved in 
programmed surgery for hernia, nissen fundoplication, or gallbladder ablation were 
also included in this program. Non-obese participants were selected without 
dyslipidemia, type 2 diabetes, or chronic inflammatory or infectious diseases.  Obese 
and non-obese subjects were recruited at Geoffroy Saint-Hilaire Clinique (Ramsey 
Générale de Santé), Paris, France. The study was conducted in accordance with the 
Helsinki and the Ethics Committee (CPP Ile-de-France) approved the clinical 
investigations for both obese and non-obese individuals. All subjects provided written 
informed consent when included in the surgery program. Characteristics of all 
subjects are shown in Supplemental Table 1. 
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Generation of mice with Rab4b invalidation in T lymphocytes 
C57BL/6J Rab4bflox/flox mice were obtained at the Mouse Clinical Institute (ICS, 
Illkirch, France). The strategy to conditionally invalidated Rab4b is schematized in 
Figure 2. The mice provided by the Mouse Clinical Institute are at more than 90% 
under a C57BL/6J background and were further backcrossed 3 times in our animal 
room facility. Rab4bflox/flox were crossed with C57BL/6J expressing the Cre 
recombinase under the promoter of the lymphocyte specific tyrosine kinase Lck (Lck-
Cre, strain #3802, Jackson laboratories) to obtain Lck-Cre Rab4bflox/wt mice. The 
obtained mice were crossed together to select Lck-Cre-Rab4bflox/flox mice. They were 
then crossed with Rab4bflox/flox mice to generate from the same littermate mice 
invalidated for Rab4b in T lymphocytes (Rab4bTcell KO mice) and Rab4bflox/flox mice 
used as control mice. When mentioned, other control mice (wild-type and Lck-cre) 
were selected in the crossing of Lck-Cre-Rab4bflox/wt with themselves. The 
genotyping of the mice was performed on DNA from tails using the following primers: 
to detect Rab4b with flox sequences 5’-TGGCACTTCCAGCAGTGGGT-3’ and 5’-
TTCCCCTGCCTCTTCTGCCC-3’ (Figure S1A) and to detect the Cre-recombinase 
5’-CGA TGC AAC GAG TGA TGA GGT TC-3’ and 5’-GCA CGT TCA CCG GCA 
TCA AC-3’ according to The Jackson Laboratories’ procedure. 
Metabolic exploration of the mice 
Mice were housed in a temperature-controlled environment (23 °C) on a 12 h light-
dark cycle in the animal facility of the INSERM U1065/C3M (Nice, France). All mice 
studies were conducted in accordance with the European and French guidelines and 
were approved by The Animal Care Committee of the Nice-Sophia-Antipolis 
University (CIEPAL Authorization number: NCE/2013-83). 
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We studied 10-, 25- and 35-week-old male mice fed a NCD or mice fed a HFD (60 
kcal% fat, #230HF, SAFE custom diet, Augy, France) for 18 weeks from 7-8 weeks 
of age. 
Intraperitoneal glucose tolerance tests (0.8 g/kg body weight) were performed in 6-hr 
fasted mice and glucose level was measured in tail vein blood using a Optium Xceed 
glucometer (Abbott Laboratories, Abbott park, USA) as described (Jager et al., 
2011). For the measurement of insulin level during the glucose tolerance test, tail 
vein blood was collected at time 0 (before glucose injection) and 20 min after 
glucose injection. Intraperitoneal insulin tolerance test (0.75 U/kg body weight, 
Gibco, Life Technologies) was performed after a 6-hr fast. Serum insulin 
concentration during the glucose tolerance tests and in random-fed and 6-hr fasted 
mice was measured using ELISA kit (mouse ultrasensitive insulin ELISA, Alpco, 
Salem, USA) or HTRF Insulin Ultra-Sensitive Assay Kit (CisBio, Codolet, France). 
HOMA-IR was calculated using the equation (fasting glucose concentration x fasting 
insulin concentration)/405). Serum NEFAs were measured after a 6hr fast using 
NEFA standard FS DiaSys assay kit (Diagnostic Systems, Germany). 
25-week-old mice fed a NCD were analysed for oxygen consumption (VO2) and 
carbon dioxide production (VCO2), energy expenditure, respiratory quotient ([RQ] = 
VCO2/VO2), food intake and locomotor activity using calorimetric tides cages 
(Oxyletpro-Physiocage Panlab, Bioseb, Vitrolles, France). Mice were individually 
housed and acclimated for 24 h before experimental measurements. Analysis was 
first performed during 24 h with mice having free access to food and water. Then, 
analysis was performed after removal of the food at 4 pm (but with water ad libitum) 
and mice were refed at 9 am. The equations of Frayn (Frayn, 1983) were used to 
calculate the energy expenditure (EE; in kcal/day/kg0.75 = [3.815 + (1.232 x RQ)] x 
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1.44 x VO2).The equations of Bruss et al. (Bruss et al., 2010)were used to calculate 
fat oxidation (in kcal/day/kg0.75 = EE x [(1-RQ)/0.3]) and carbohydrate oxidation (in 
kcal/day/kg0.75 = EE - Fat oxidation).  
Antibodies  
Antibodies against Rab4b were obtained by immunising rabbits with the C-terminal 
peptide of Rab4b, the only divergent part between Rab4b and Rab4a (Perrin et al., 
2013). Anti ERK2 antibodies (D2; sc-167) were from Santa Cruz Biotechnology 
(Dalas, USA). Anti pAKT308 (D25E6) and pAKT473(D9E) were from Cell Signaling 
Technology. Anti-species antibodies coupled to horseradish peroxidase were from 
Jackson ImmunoResearch Europe Ltd (Suffolk, UK). Fluorescently-coupled 
antibodies for flow cytometry were from eBioscience (San Diego, USA) or Miltenyi 
Biotec (Bergisch Gladbach, Germany).  
Adipocyte size/number and tissue triglyceride quantification 
EpiWATs were fixed in 4% PFA and embedded in paraffin using an embedding 
automate. Sections were stained with haematoxylin-eosin and imaged on a Zeiss 
PALM MicroBeam system equipped with a Plan-Neofluar 10x (0.3 N.A.) air objective 
and an AxioCam MRC5 color camera. Five images were randomly captured per 
sections and the diameters of adipocytes were semi-automatically counted by using 
a plug-in developed by Dr G. Marsico on Motion Tracking software. At least 10000 
adipocytes were counted per conditions. To estimate the number of adipocytes in the 
whole epiWAT per mice, we applied the mathematical equation developed by Jo and 
Colleagues (Jo et al., 2009). Basically, the number of adipocytes (N) was estimated 
by dividing the epiWAT mass (M) by the density of adipocytes (D = 0.915 g/L) 
multiplied by the mean volume of adipocytes within the epiWAT (V). The mean 
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volume of adipocytes is calculated from the mean diameters of adipocytes (see 
above). The equation is presented below: 
𝑁 =  
𝑀
𝐷 (4
3
 𝜋 𝑅3)
 
For tissue triglyceride (TG) quantification, snap-frozen liver or muscles were 
homogenized in sodium acetate (0.2M, pH 4.5) using a Precellys Homogenizer and 
centrifuged. Supernatants were collected, and TG content determined using the 
DiaSys triglyceride assay kit (Diagnostic Systems, Germany). To visualize TG 
content in liver, 10 µm tissue sections were labelled using Oil RedO (3g/l in 60% 
isopropanol) and imaged using a Zeiss PALM Micro Beam system equipped with 
Plan-Neofluar 10x (0.3 N.A.) air objective and an AxioCam MRc5 color camera (C3M 
light microscopy facility, MiCA Ibisa platform, Nice). Quantification of the number and 
the size of the lipid droplets was performed using MotionTracking quantitative 
multiparametric image analysis platform (Collinet et al., 2010; Rink et al., 2005) on 
30 randomly captured images per condition. 
Adipose mesenchymal stem cell and preadipocyte isolation, and adipocyte 
differentiation  
Stromal vascular fraction from epiWAT fat pads of 10-week-old mice was obtained 
by collagenase digestion as described (Cormont et al., 1996).Adipose mesenchymal 
stem cells (MSC) were obtained after plating the SF on culture dishes and cultivating 
it in MesenCult media (Stem Cell Technologies) supplemented with 1% 
penicillin/streptomycin and 1% gentamycin to allow adipose MSC enrichment. For 
the quantification of mesenchymal stem cells in adipose tissue SF were prepared 
from individual mice and were cultured in MesenCult media during 14 days in 
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condition of limit dilutions as recommended by the manufacturer. Quantification of 
the colony numbers was done after fixation in 4% PFA and coloration with crystal 
violet, and automatically counting using Motion tracking software. 
Mouse pre-adipocytes were obtained from the SF of 10-week-old mice as previously 
described (Bost et al., 2005). Adipose mesenchymal stem cells, mouse pre-
adipocytes, or 3T3-L1 cells were cultured in appropriate medium until 2-days post-
confluence. They were then induced to differentiate using a differentiation cocktail 
containing 5 μg/ml insulin, dexamethasone (0.25 μM), and isobutylmethylxanthine 
(0.5 mM) for two days. After two days, the medium was changed for a medium 
containing insulin for two other days. Then the cells were cultured for 3 days without 
insulin. To test the impact of epiWAT secretome on adipocyte differentiation, freshly 
harvested adipose tissue explants (~200 mg) from 10-week-old Rab4bflox/flox or 
Rab4bTcellKO mice were cultured in a Boyden chamber above the 3T3-L1 cells during 
the 2 days in the cocktail of differentiation. The AT explants were then removed, and 
the culture was pursued for two days in culture medium containing 5μg/ml of insulin, 
and then 3 days in culture medium only. The extent of differentiation was analyzed 
by quantification of the expression of adipocyte genes using RT-qPCR and using Oil-
red-O to label lipid droplets and DAPI to label the nuclei. We collected fluorescent 
images of lipids (from Oil-Red-O staining using the alexa555 filters set) and DAPI 
(using the alexa405 filter set). Then the areas covered by lipid droplets were 
normalized by the number of nuclei.  
Detection of cytokines produced by epiWAT explants 
EpiWAT explants from four 10-week-old Rab4bflox/floxmice and four Rab4bTcellKO mice 
were cultured separately in DMEM media containing 10%fetal calf serum, 1% 
penicillin/streptomycin, and 1% gentamycin. 24 h later, the conditioned media were 
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pooled by genotype and were applied on cytokine/chemokine array membranes 
(Proteome profiler, Panel A, R&D Systems). Incremental images were acquired on 
an ImageQuant LAS 4000 (GE Healthcare Life Sciences) and quantifications were 
performed with Multi Gauge V3.0 Western Blot analysis software. 
Flow cytometry analysis of adipose immune cells  
The stromal vascular fraction (SF) from epiWAT was obtained following collagenase 
digestion as described (Cormont et al., 1996) and the number of cells determined. 
For macrophages staining, 2x106 freshly isolated cells from SF were labelled with 
F4/80-PE (100e) and CD11c-APC (100e) for 30 min at 4°C. After washes, the cells 
were analysed using MACSQuant Analysers and MACSQuantify software (Miltenyi 
Biotech) (Vergoni et al., 2016). 
For lymphocytes analyses, three staining procedures and gating strategy were 
applied for each freshly isolated cell from the SF (1-2x10
6 cells) as schematised in 
the Figure S5 and the cells were subjected to FACS analysis using a BD 
FACSCanto analyser (Becton Dickinson) and FlowJo software (Tree Star). For the 
staining procedure 1 (Figure S5B), cells were labelled at 4°C for 30 min with Fc 
Block 2-4G2 (50e) and the indicated fluorescently-coupled antibodies: CD45-
APC_Cy7 (200e), TCRb -PB (100e), TCRb -PE (50e), CD4-Percp_Cy5.5 (100e), CD8-
PE_Cy7 (200e), CD19-APC (200e) and NK1.1-FITC (200e). For the staining 
procedure 2 (Figure S5C), cells were labelled at 4°C for 30 min with the Fc Block 2- 
4G2 (50e) and the following labelled-antibodies: CD45-APC_Cy7 (200e), TCRb -PB 
(100e) and CD4-Percp_Cy5.5 (100e). After two washes, the cells were incubated for 
30 min on ice in a fixation/permeabilization buffer (eBioscience). Following two 
washes, cells were incubated for 30 min at room temperature with Foxp3-APC (100e) 
and the Fc Block 2-4G2 (50e). For the staining procedure 3 (Figure S5D), cells were 
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first maintained at 37°C for 4 h in T cell culture media supplemented with 50 ng/ml of 
PMA, 500 ng/ml of ionomycin and 0.6 µl/ml of Golgi stop (Angkasekwinai et al., 
2007). Then, they were labelled at 4°C for 30 min with anti CD45-APC_Cy7 (200e), 
TCRb-PB (100e), TCRgd-PE (50e), CD4-FITC (100e), NK1.1-PE_Cy7 (50e), and the 
Fc Block 2-4G2 (50e). The cells were washed twice and incubated with the 
fixation/permeabilization buffer for 30 min on ice. Cells were then washed twice and 
incubated for 30 min at room temperature with IL17-APC (50e) and the Fc Block 2- 
4G2 (50e). 
Immune cells isolation by magnetic sorting 
Positive magnetic sorting of mouse CD3+ cells was performed from SF cells of epiAT 
or freshly mechanically dissociated cells from thymus by incubating cells with a PE-
labelled antibody directed against CD3 and an anti-PE antibody coupled with 
magnetic beads. CD3+ cells were then enriched by a magnetic sorting on an 
automated magnetic cell sorter (AutoMacs Pro separator, Miltenyi Biotech). The 
stromal vascular fraction of VAT tissue from human subjects was prepared as 
described (Rouault et al., 2013) and isolation of CD3+ cells was also performed using 
magnetic beads as described (Dalmas et al., 2015). Mouse B cells and NK/NKT cells 
were enriched from freshly mechanically dissociated cells from spleen using PE-
labelled antibody directed against B220 or NK1.1, respectively, and purified as 
described above by magnetic sorting. Mouse monocytes were enriched from freshly 
prepared bone marrow cells using PE-labelled antibody directed against CD11b and 
sorted as above.  
In vitro T cells differentiation  
Naive CD4 T cells (CD4+CD62LhighCD44low) were obtained from spleen by using a 
naive CD4+ T cell isolation kit (Miltenyi Biotech) and an automated magnetic cell 
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sorter. Cells were plated on 24-well plates with pre-coated antibodies against CD3 
(clone 145-2C11, 10 μg/ml, BD Pharmingen) in RPMI media complemented with 5% 
foetal calf serum, 1% penicillin/streptomycin and 50 μM b-mercapto-ethanol 
containing soluble CD28 (clone 35.51, 2 µg/ml, BD Pharmingen) and induced to 
differentiate into Treg cells with IL-2 (20 ng/ml) and TGF-b (1 ng/ml) or to 
differentiate into Th17 cells with TGF-b  (1 ng/ml) and IL-6 (100 ng/ml). After 5 days 
of treatment, the efficiency in Th17 or Treg cell differentiation was estimated by 
quantifying the expression of specific markers of T cell subpopulations by flow 
cytometry (anti-IL-17A and anti-Foxp3 antibodies, respectively). 
Western blotting and RT-qPCR 
Snap frozen tissues were lysed, and immunoblotting was performed using the 
indicated antibodies as described (Kaddai et al., 2009). Antibodies were from Cell 
Signaling Technology. RNAs were prepared from snap-frozen tissues using TRIzol 
(Life Technologies) and RT-qPCR were performed as previously (Kaddai et al., 
2009). Primer sequences will be provided on demand. The PCR data were 
normalized to mouse Rplp0  gene  expression and the comparative Ct (∆∆Ct) 
quantitation method was used. 
Statistical analyses 
Data are presented as the mean + SEM. Statistical significance between two groups 
of mice was evaluated with Mann-Whitney test. Statistical significance between the 
different time point of the GTT and ITT was assessed by two-way ANOVA followed 
by post hoc comparison. Correlation analysis was done by Spearman test. A p value 
<0.05 was considered statistically significant. GraphPad PRISM5 software was used 
for the analyses. 
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FIGURE LEGENDS 
Figure 1. Rab4b expression is reduced in CD3+ lymphocytes from mice and 
human adipose tissue during obesity. (A) Rab4b mRNA level in epiWAT of mice 
(n= 8/group) fed NCD or HFD (45 or 60% energy from fat). (B) Spearman correlation 
analyses between Rab4b mRNA in epiWAT and fasting glucose, epiWAT weight, 
and the index of glucose tolerance AUC in the mice used in A. (C) Rab4b mRNA in 
adipocytes isolated from epiWAT of mice (n= 8) fed a NCD or a HFD (60% kcal from 
fat). (D) Rab4b mRNA in CD3+ cells of the SF of epiWAT of mice fed a NCD or a 
HFD (n= 4/group). SF from two mice were pooled for the isolation of CD3
+ cells. (E) 
Rab4b mRNA in CD3+ cells from VAT of non-obese (n=4), obese (n=10) and obese-
diabetic patients (n=10). Graphs show mean ± SEM. Statistical significance is shown 
as *p<0.05, ** p < 0.01, and *** p < 0.001. 
Figure 2. T cell-specific invalidation of Rab4b gene in mice. (A) Schematic 
representation of the strategy used to introduce flox sequences in the gene of 
Rab4b. (B) Rab4b mRNA expression in Tc: CD3+ T lymphocytes, Bc: B220+ B 
lymphocytes, MÆ: CD11b+ monocyte, NK(T): NK1.1
+ cells, AF: adipocyte fraction, SF: 
stromal vascular fraction of epiWAT (n= 6/genotype). mRNA levels are relative to 
mouse RPLP0 mRNA. (C) Immunoblot of Rab4b in thymus lysate of Rab4bflox/flox and 
Rab4bTcell KO mice (Perrin et al., 2013) with ERK1/2 as loading control. 
Figure 3. T cell-specific invalidation of Rab4b causes glucose intolerance and 
insulin resistance with aging in chow-fed mice and worsens insulin resistance 
in the obese state. Rab4bflox/flox and Rab4bTcell KO mice were fed a NCD and studied 
at 10 weeks (n= 6/genotype), 25 weeks (n= 8/genotype) and 35 weeks (n= 
8/genotype) of age (A, B, E, F, G, H, I, J) or a HFD (60% energy from fat) for 18 
36 
weeks from the age of 7 weeks (n=6/genotype) (C, D, K, L, M). (A and C) Body 
weight curve. (B, D) EpiWAT weight. (E, L) Random-fed blood glucose. (F, K) 
Random-fed serum insulin. (G, H, M) Intra-peritoneal glucose tolerance test. (I) 
Serum insulin during the ipGTT at t=0 and 20 min after glucose injection in 35-week-
old mice. (J) Representative western blot of muscle AKT phosphorylation in 35-
week-old mice under NCD with ERK2 used as loading control. (N) Insulin tolerance 
test in mice fed a HFD. All values are means ± SEM. Statistical significance is shown 
as *p<0.05, ** p < 0.01, and *** p < 0.001. 
Figure 4. T cell-specific invalidation of Rab4b induced ectopic lipid 
accumulation and an increase in circulating level of non-esterified fatty acids 
Rab4bflox/flox and Rab4bTcell KO mice were fed a NCD and studied at 10 weeks (n= 
6/genotype), 25 weeks (n= 8/genotype) and 35 weeks (n= 8/genotype) of age (A-E) 
or fed a HFD (60% energy from fat) for 18 weeks from the age of 7 weeks 
(n=6/genotype) (F and G). (A) Circulating NEFA after 6-h fasting. TG content in the 
muscles (B) and liver (C) of random-fed mice. (D) Respiratory quotients (RQ) in 25-
week-old Rab4bflox/flox and Rab4bTcell KO mice randomly fed with NCD. (E) mean RQ in 
the night and day period. (F) Oil Red O staining of liver section. (G) Quantification of 
liver lipid droplets. All values are means ± SEM. Statistical significance is shown as 
*p<0.05, ** p<0.01, and *** p < 0.001.
Figure 5. T cell-specific invalidation of Rab4b affects adipose tissue 
homeostasis and promotes an early impairment in adipogenesis. Rab4bflox/flox 
and Rab4bTcell KO mice were fed a NCD and studied at 10 weeks (n= 6/genotype), 25 
weeks (n= 8/genotype) and 35 weeks (n= 8/genotype) of age. (A, B) Representative 
images (A) and quantification (B) of adipocyte diameters in epiWAT. (C) Expression 
levels of mRNA in epiWAT from random-fed mice (n= 6/genotype) at 10 and 35 
37 
weeks of age. The level of mRNAs is relative to RPLP0 mRNA and is expressed 
relative to Rab4bflox/flox mice at each age. (D) Representative western blot and 
quantification (n=6/genotype) of HSL phosphorylation on Ser563 in the epiWAT of 
35-week-old mice under NCD with ERK2 as loading control. (E) Mathematical 
estimation of the adipocyte number in epiWAT. (F) Representative image and 
quantification of MSC colony forming units (CFU) in the SF of 10-week-old 
Rab4bflox/flox and Rab4bTcell KO mice (n = 12 preparations of SF). (G) Representative 
image and lipid quantification by oil red O staining in 3T3-L1 adipocytes 
differentiated in presence of explants of epiWAT of 10-week-old Rab4bflox/flox and 
Rab4bTcell KO mice (n = 6 explants). Values are means ± SEM. Statistical significance 
is shown as *p<0.05, ** p < 0.01, and *** p < 0.001. 
Figure 6. T cell-specific invalidation of Rab4b in T cell promotes WAT 
inflammation in chow-fed mice. (A, B) Secretion of epiWAT explants from 10-
week-old Rab4bflox/flox and Rab4bTcell KO mice analyzed using a cytokine/chemokine 
array. Black dots correspond to chemokines and red dots to cytokines. (C) 
Expression levels of cytokine/chemokine mRNA in the epiWAT of 10-week-old 
Rab4bflox/flox and Rab4bTcell KO mice (n= 6/genotype). The level of mRNAs is relative to 
RPLP0 mRNA.  All values are means ± SEM. Statistical significance is shown as 
*p<0.05 and ** p < 0.01.
Figure 7. T cell-specific invalidation of Rab4b alters the Th17/Treg ratio in 
epiWAT and skews ex-vivo Th0 differentiation towards Th17. (A) Frequency of 
CD4+ and CD8+ T cells, and NKT cells expressed among adipose αβ T cells in 
epiWAT from 10- and 35-week-old Rab4bTcell KO and Rab4bflox/flox mice (n= 
6/genotype). (B) Representative flow cytometry plots and quantification (total 
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number/g of tissue and frequency expressed as % of adipose TCRαβ  cells) of IL-
17A+TCRβ+ (Th17) cells in epiWAT. (C) Typical flow cytometry plots and
quantification (total number/g of tissue and frequency expressed as % of adipose 
TCRαβ  cells) of Foxp3+CD4+ (Treg) in epiWAT (n = 6/genotype). (D) Naive 
CD4+CD62LhighCD44low T cells (Th0 cells) from spleen of 10-week-old Rab4bflox/flox
and Rab4bTcell KO mice was induced to differentiate into Treg (left panel) or Th17 
(right panel) and the percentage of cells that express Foxp3, IL-17A, and T-bet at the 
end of the differentiation was determined by flow cytometry analysis. The graph 
shows the mean ± SEM of Th0 cells differentiation from 6 different mice in each 
genotype. The experiment was reproduced once with similar result. All values are 
means ± SEM. Statistical significance is shown as *p<0.05, ** p < 0.01, and *** p < 
0.001. 
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EXPERIMENTAL PROCEDURES 
Human samples 
Subjects were composed of morbidly obese subjects eligible for laparoscopic Roux-
en-Y gastric bypass (RYGP) surgery and are included in a larger population 
previously described (Dalmas et al., 2015; Fan et al., 2016). Obese subjects were 
segregated in nondiabetic (OB) and type 2 diabetic patients (OB/D) based on fasting 
glycemia over 7 mmol/L or use of antidiabetic drugs. Non-obese controls involved in 
programmed surgery for hernia, nissen fundoplication, or gallbladder ablation were 
also included in this program. Non-obese participants were selected without 
dyslipidemia, type 2 diabetes, or chronic inflammatory or infectious diseases. Obese 
and non-obese subjects were recruited at Geoffroy Saint-Hilaire Clinique (Ramsey 
Générale de Santé), Paris, France. The study was conducted in accordance with the 
Helsinki and the Ethics Committee (CPP Ile-de-France) approved the clinical 
investigations for both obese and non-obese individuals. All subjects provided written 
informed consent when included in the surgery program. Characteristics of all 
subjects are shown in Supplemental Table 1. 
Generation of mice with Rab4b invalidation in T lymphocytes 
C57BL/6J Rab4bflox/flox mice were obtained at the Mouse Clinical Institute (ICS, 
Illkirch, France). The strategy to conditionally invalidated Rab4b is schematized in 
Figure 2. The mice provided by the Mouse Clinical Institute are at more than 90% 
under a C57BL/6J background and were further backcrossed 3 times in our animal 
room facility. Rab4bflox/flox were crossed with C57BL/6J expressing the Cre 
recombinase under the promoter of the lymphocyte specific tyrosine kinase Lck (Lck-
Cre, strain #3802, Jackson laboratories) to obtain Lck-Cre Rab4bflox/wt mice. The 
obtained mice were crossed together to select Lck-Cre-Rab4bflox/flox mice. They were 
then crossed with Rab4bflox/flox mice to generate from the same littermate mice 
invalidated for Rab4b in T lymphocytes (Rab4bTcell KO mice) and Rab4bflox/flox mice 
used as control mice. When mentioned, other control mice (wild-type and Lck-cre) 
were selected in the crossing of Lck-Cre-Rab4bflox/wt with themselves. The genotyping 
of the mice was performed on DNA from tails using the following primers: to detect 
Rab4b with flox sequences 5’-TGGCACTTCCAGCAGTGGGT-3’ and 5’-
TTCCCCTGCCTCTTCTGCCC-3’ (Figure S1A) and to detect the Cre-recombinase 
5’-CGA TGC AAC GAG TGA TGA GGT TC-3’ and 5’-GCA CGT TCA CCG GCA TCA 
AC-3’ according to The Jackson Laboratories’ procedure. 
Metabolic exploration of the mice 
Mice were housed in a temperature-controlled environment (23 °C) on a 12 h light-
dark cyclein the animal facility of the INSERM U1065/C3M (Nice, France). All mice 
studies were conducted in accordance with the European and French guidelines and 
were approved by The Animal Care Committee of the Nice-Sophia-Antipolis 
University (CIEPAL Authorization number: NCE/2013-83). 
We studied 10-, 25- and 35-week-old male mice fed aNCD or mice fed a HFD (60 
kcal% fat, #230HF, SAFE custom diet, Augy, France) for 18 weeks from 7-8 weeks of 
age. 
Intraperitoneal glucose tolerance tests (0.8 g/kg body weight) were performed in 6-hr 
fasted mice and glucose level was measured in tail vein blood using a OptiumXceed 
glucometer (Abbott Laboratories, Abbott park, USA) as described (Jager et al., 2011). 
For the measurement of insulin level during the glucose tolerance test, tail vein blood 
was collected at time 0 (before glucose injection) and 20 min after glucose injection. 
Intraperitoneal insulin tolerance test (0.75 U/kg body weight, Gibco, Life 
Technologies) was performed after a 6-hr fast. Serum insulin concentration during 
the glucose tolerance tests and in random-fed and 6-hr fasted mice was measured 
using ELISA kit (mouse ultrasensitive insulin ELISA, Alpco, Salem, USA) or HTRF 
Insulin Ultra-Sensitive Assay Kit (CisBio, Codolet, France). HOMA-IR was calculated 
using the equation (fasting glucose concentration x fasting insulin 
concentration)/405). Serum NEFAs were measured after a 6hr fast using NEFA 
standard FS DiaSys assay kit (Diagnostic Systems, Germany). 
25-week-old mice fed a NCDwere analysed for oxygenconsumption (VO2) and 
carbon dioxide production (VCO2), energy expenditure, respiratory quotient ([RQ] = 
VCO2/VO2), food intake and locomotor activity using calorimetric tides cages 
(Oxyletpro-Physiocage Panlab, Bioseb, Vitrolles, France). Mice were individually 
housed and acclimated for 24 h before experimental measurements.Analysis was 
first performed during 24 h with mice having free access to food and water. Then, 
analysis was performed after removal of the food at 4 pm (but with water ad libitum) 
and mice were refed at 9 am. The equations of Frayn (Frayn, 1983) were used to 
calculate the energy expenditure (EE; in kcal/day/kg0.75 = [3.815 + (1.232 x RQ)] x 
1.44 x VO2).The equations of Bruss et al. (Bruss et al., 2010)were used to calculate 
fat oxidation (in kcal/day/kg0.75 = EE x [(1-RQ)/0.3]) and carbohydrate oxidation (in 
kcal/day/kg0.75 = EE - Fat oxidation).  
Antibodies 
Antibodies against Rab4b were obtained by immunising rabbits with the C-terminal 
peptide of Rab4b, the only divergent part between Rab4b and Rab4a (Perrin et al., 
2013). Anti ERK2 antibodies (D2; sc-167) were from Santa Cruz Biotechnology 
(Dalas, USA). Anti pAKT308 (D25E6) and pAKT473(D9E) were from Cell Signaling 
Technology. Anti-species antibodies coupled to horseradish peroxidase were from 
Jackson ImmunoResearch Europe Ltd (Suffolk, UK). Fluorescently-coupled 
antibodies for flow cytometry were from eBioscience (San Diego, USA) or Miltenyi 
Biotec (Bergisch Gladbach, Germany).  
Adipocyte size/number and tissue triglyceride quantification 
EpiWATs were fixed in 4% PFA and embedded in paraffin using an embedding 
automate. Sections were stained with haematoxylin-eosin and imaged on a Zeiss 
PALM MicroBeam system equipped with a Plan-Neofluar 10x (0.3 N.A.) air objective 
and an AxioCam MRC5 color camera. Five images were randomly captured per 
sections and the diameters of adipocytes were semi-automatically counted by using a 
plug-in developed by Dr G. Marsico on Motion Tracking software. At least 10000 
adipocytes were counted per conditions. To estimate the number of adipocytes in the 
whole epiWAT per mice, we applied the mathematical equation developed by Jo and 
Colleagues (Jo et al., 2009). Basically, the number of adipocytes (N) was estimated 
by dividing the epiWAT mass (M) by the density of adipocytes (D = 0.915g/L) 
multiplied by the mean volume of adipocytes within the epiWAT (V). The mean 
volume of adipocytes is calculated from the mean diameters of adipocytes (see 
above). The equation is presented below: 
𝑁𝑁 =  
𝑀𝑀
𝐷𝐷 (4
3
 𝜋𝜋 𝑅𝑅3)
For tissue triglyceride (TG) quantification, snap-frozen liver or muscles were 
homogenized in sodium acetate (0.2M, pH 4.5) using a Precellys Homogenizer and 
centrifuged. Supernatantswere collected, and TG content determined using the 
DiaSystriglyceride assay kit (Diagnostic Systems, Germany). To visualize TG content 
in liver, 10 µm tissue sections were labelled using OilRedO (3g/l in 60% isopropanol) 
and imaged using a Zeiss PALM MicroBeam system equipped with Plan-Neofluar 
10x (0.3 N.A.) air objective and an AxioCam MRc5 color camera (C3M light 
microscopy facility, MiCA Ibisa platform, Nice). Quantification of the number and the 
size of the lipid droplets was performed using MotionTracking quantitative 
multiparametric image analysis platform (Collinet et al., 2010; Rink et al., 2005) on 30 
randomly captured images per condition. 
Adipose mesenchymal stem cell and preadipocyte isolation, and adipocyte 
differentiation  
Stromal vascular fraction from epiWAT fat pads of 10-week-old mice was obtained by 
collagenase digestion as described (Cormont et al., 1996).Adipose mesenchymal 
stem cells (MSC) were obtained after plating the SF on culture dishes and cultivating 
it in MesenCult media (Stem Cell Technologies) supplemented with 1% 
penicillin/streptomycin and 1% gentamycinto allow adipose MSC enrichment. For the 
quantification of mesenchymal stem cells in adipose tissueSF were prepared from 
individual mice and were cultured in MesenCult media during 14 days in condition of 
limit dilutions as recommended by the manufacturer. Quantification of the colony 
numbers was done after fixation in 4% PFA and coloration with crystal violet, and 
automatically counting using Motion tracking software. 
Mouse pre-adipocytes were obtained from the SF of 10-week-old mice as previously 
described (Bost et al., 2005). Adipose mesenchymal stem cells, mouse pre-
adipocytes, or 3T3-L1 cells were cultured in appropriate medium until 2-days post-
confluence. They were then induced to differentiate using a differentiation cocktail 
containing 5μg/ml insulin, dexamethasone (0.25 μM), and isobutylmethylxanthine(0.5 
mM) for two days. After two days, the medium was changed for a medium containing 
insulin for two other days. Then the cells were cultured for 3 days without insulin. To 
test the impact of epiWAT secretome on adipocyte differentiation, freshly harvested 
adipose tissue explants (~200 mg) from 10-week-old Rab4bflox/flox or Rab4bTcellKO 
mice were cultured in a Boyden chamber above the 3T3-L1 cells during the 2 days in 
the cocktail of differentiation. The AT explants were then removed, and the culture 
was pursued for two days in culture medium containing 5μg/ml of insulin, and then 3 
days in culture medium only. The extent of differentiation was analyzed by 
quantification of the expression of adipocyte genes using RT-qPCR and using Oil-
red-O to label lipid droplets and DAPI to label the nuclei. We collected fluorescent 
images of lipids (from Oil-Red-O staining using the alexa555 filters set) and DAPI 
(using the alexa405 filter set). Then the areas covered by lipid droplets were 
normalized by the number of nuclei.  
Detection of cytokines produced by epiWAT explants 
EpiWAT explants from four 10-week-old Rab4bflox/floxmice and four Rab4bTcellKO mice 
were cultured separately in DMEM media containing 10% fetal calf serum, 
1% penicillin/streptomycin, and 1% gentamycin. 24 h later, the conditioned media 
were pooled by genotype and were applied on cytokine/chemokine array 
membranes (Proteome profiler, Panel A, R&D Systems). Incremental images were 
acquired on an ImageQuant LAS 4000 (GE Healthcare Life Sciences) and 
quantifications were performed with Multi Gauge V3.0 Western Blot analysis 
software. 
Flow cytometry analysis of adipose immune cells  
The stromal vascular fraction (SF) from epiWAT was obtained following collagenase 
digestion as described (Cormont et al., 1996) and the number of cells determined. 
For macrophages staining, 2x106 freshly isolated cells from SF were labelled with 
F4/80-PE (100e) and CD11c-APC (100e) for 30 min at 4°C. After washes, the cells 
were analysed using MACSQuant Analysers and MACSQuantify software (Miltenyi 
Biotech) (Vergoni et al., 2016). 
For lymphocytes analyses, three staining procedures and gating strategy were 
applied for each freshly isolatedcellfrom the SF (1-2x106 cells)as schematised in the 
Figure S5 and the cells were subjected to FACS analysis using a BD FACSCanto 
analyser (Becton Dickinson) and FlowJo software (Tree Star). For the staining 
procedure 1 (Figure S5B), cells were labelled at 4°C for 30 min with Fc Block 2-4G2 
(50e) and the indicated fluorescently-coupled antibodies: CD45-APC_Cy7 (200e), 
TCRβ-PB (100e), TCRβ-PE (50e), CD4-Percp_Cy5.5 (100e), CD8-PE_Cy7 (200e), 
CD19-APC (200e) and NK1.1-FITC (200e). For the staining procedure 2 (Figure 
S5C), cells were labelled at 4°C for 30 min with the Fc Block 2-4G2 (50e) and the 
following labelled-antibodies: CD45-APC_Cy7 (200e), TCRβ-PB (100e) and CD4-
Percp_Cy5.5 (100e). After two washes, the cells were incubated for 30 min on ice in a 
fixation/permeabilization buffer (eBioscience). Following two washes, cells were 
incubated for 30 min at room temperature with Foxp3-APC (100e) and the Fc Block 2- 
4G2 (50e). For the staining procedure 3 (Figure S5D), cells were first maintained at 
37°C for 4 h in T cell culture media supplemented with 50 ng/ml of PMA, 500 ng/ml of 
ionomycin and 0.6 µl/ml of Golgi stop (Angkasekwinai et al., 2007). Then, they were 
labelled at 4°C for 30 min with anti CD45-APC_Cy7 (200e), TCRβ -PB (100e), TCRβ-
PE (50e), CD4-FITC (100e), NK1.1-PE_Cy7 (50e), and the Fc Block 2-4G2 (50e). The 
cells were washed twice and incubated with the fixation/permeabilization buffer for 30 
min on ice. Cells were then washed twice and incubated for 30 min at room 
temperature with IL17-APC (50e) and the Fc Block 2-4G2 (50e).  
Immune cells isolation by magnetic sorting 
Positive magnetic sorting of mouse CD3+ cells was performed fromSFcells of epiAT 
or freshly mechanically dissociated cells from thymus by incubating cells with a PE-
labelled antibody directed against CD3 and an anti-PE antibody coupled with 
magnetic beads. CD3+ cells were then enriched by a magnetic sorting on an 
automated magnetic cell sorter (AutoMacs Pro separator, Miltenyi Biotech). The 
stromal vascular fraction of VAT tissue from human subjects was prepared as 
described (Rouault et al., 2013) and isolation of CD3+ cells was also performed 
using magnetic beads as described (Dalmas et al., 2015). Mouse B cells and NK/
NKT cells were enriched from freshly mechanically dissociated cells from spleen 
using PE-labelled antibody directed against B220 or NK1.1, respectively, and 
purified as described above by magnetic sorting. Mouse monocytes were enriched 
from freshly prepared bone marrow cells using PE-labelled antibody directed 
against CD11b and sorted as above.  
In vitro T cells differentiation 
Naive CD4 T cells (CD4+CD62LhighCD44low) were obtained from spleen by using a 
naive CD4+ T cell isolation kit (Miltenyi Biotech) and an automated magnetic cell 
sorter. Cells were plated on 24-well plates with pre-coated antibodies against CD3 
(clone 145-2C11, 10 μg/ml, BD Pharmingen) in RPMI media complemented with 5% 
foetal calf serum, 1% penicillin/streptomycin and 50 μM β-mercapto-ethanol containing 
soluble CD28 (clone 35.51, 2 µg/ml, BD Pharmingen) and induced to differentiate 
into Tregcells with IL-2 (20 ng/ml) and TGF-β (1 ng/ml) or to differentiate into Th17 
cells with TGF-β  (1 ng/ml) and IL-6 (100 ng/ml). After 5 days of treatment, the 
efficiency in Th17 or Treg cell differentiation was estimated by quantifying the 
expression of specific markers of T cell subpopulations by flow cytometry (anti-IL- 
17A and anti-Foxp3 antibodies, respectively). 
Western blotting and RT-qPCR 
Snap frozen tissues were lysed, and immunoblotting was performed using the 
indicated antibodies as described (Kaddai et al., 2009). Antibodies were from Cell 
Signaling Technology. RNAs were prepared from snap-frozen tissuesusing TRIzol 
(Life Technologies) and RT-qPCR were performed as previously (Kaddai et al., 
2009). Primer sequences will be provided on demand. The PCR data were 
normalized to mouse Rplp0 gene expression and the comparative Ct (∆∆Ct) 
quantitation method was used. 
Statistical analyses 
Data are presented as the mean+ SEM. Statistical significance between two groups 
of mice was evaluated with Mann-Whitney test. Statistical significance between the 
different time point of the GTT and ITT was assessed by two-way ANOVA followed 
by post hoc comparison. Correlation analysis was done by Spearman test. A p value 
<0.05 was considered statistically significant. GraphPad PRISM5 software was used 
for the analyses. 
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Supplemental Table I 
 
 Non obeses Non-diabetic 
obeses  
Diabetic obese 
age 44.8 ± 3.9 38.0 ± 4.1 40.0 ± 3.0 
BMI 26.5 ± 0.6 41.8 ± 0.9 43.0 ± 1.7 
Hba1C % n.d. 5.3 ± 0.1 6.6 ± 0.3 * 
CRP (mg/L) n.d. 9.9 ± 2.2 15.7 ± 2.2 
HDL (g/L) n.d. 0.56 ± 0.05 0.40 ± 0.03 ** 
LDL (g/L) n.d. 1. 0 ± 0.1 1.06 ± 0.07 
ASAT (UI/L) n.d. 25.8 ± 2.3 48.5 ± 12.1 
ALAT (UI/L) n.d. 32.0 ± 4.4 28.5 ± 11.5 
Gamma GT (U/L) n.d. 30.3 ± 4.3 116.2 ± 31.4 
 
Supplemental Table I. Anthropometric and clinical variables in the human 
study populations. 
Data are represented as mean ± SEM. n.d.: not determine. * statistically different 
between non-diabetic and diabetic obese patients 
 
  
Highlights and eTOC Blur 
• Rab4b expression is decreased in adipose T cells of obese mice and patients 
• Mice with deficiency of Rab4b in T cells develop insulin resistance 
• WAT expansion is impaired in mice with deficiency of Rab4b in T cells 
• Mice with deficiency of Rab4b in T cells exhibit alteration in Th17/Treg balance 
 
Gilleron et al. show that Rab4b expression is decreased in adipose T cells during 
obesity in mice and humans. They unravel that Rab4b in T cells is critical for the 
control of adipose tissue remodeling and insulin sensitivity by regulatingthe adipose 
Th17/Treg balance.  
 
Supplemental Figure Legends 
Figure S1, Related to Figure 2. Genotyping of the mice. (A)Primer localization to 
determine the presence or absence of the flox sequences for mouse genotyping. (B) 
Genotyping PCR products using the primers shown in (A) exemplifying homozygous 
Rab4bwt/wt mice (1-2, upper panel), heterozygous Rab4bwt/flox mice (3-4; upper panel) 
and homozygous Rab4bflox/flox mice (5-6; upper panel). Specific primers were used to 
amplify a specific sequence within the Cre recombinase. The lower panel shows mice 
expressing (lanes 2, 4, 6) or not (lanes 1, 3, 5) the Cre. (C) Level of Rab4bmRNA in 
S: spleen,B: brain, M: skeletal muscle, L: liver.(D) Level of mRNA expression of 
endocytic Rab proteins in the thymus of Rab4bflox/flox (black column) or Rab4bTcell KO 
mice (white column) (n=6).  The level of mRNAs is relative to RPLP0 mRNA. Graph 
shows means ± SEM. 
Figure S2, Related to Figure 3. Metabolic characterization of the Rab4bflox/flox , 
Rab4bTcellKO, wild-type, and Lck-cre expressing mice.(A) Area under the curve of 
GTT corresponding to Figures 3G (25 weeks)and 3H (35 weeks).  (B)Area under the 
curve of GTT corresponding to Figure 3M.(C-H) Metabolic characterization of wild-
type (WT, n=3), Lck-Cre (n=6), and Rab4bflox/flox mice (n=4):Intraperitoneal glucose 
tolerance test(C); Area under the curve for the glucose tolerance test(D);6-h fasted 
blood glucose(E); Random-fed blood glucose (F); random-fed serum insulin (G); 
EpiWAT weight (H). All values are means ± SEM.Statistical significance is shown as 
*p<0.05 and ** p < 0.01 respectively. 
Figure S3, Related to Figure 4. Indirect calorimetry in 25-week-old Rab4bflox/flox 
and Rab4bTcellKO mice randomly fed with NCD.Mice were analyzed for 24 h after a 
24 h adaptation period in metabolic cages. (A) VCO2. (B) VO2. (C) Energy 
expenditure, EE. (D) Activity. (E) Rearing.  
Figure S4, Related to Figure 5. Ex-vivo adipocyte differentiation is similar 
between Rab4bflox/flox and Rab4bTcell KO mice.Mesenchymal cells (MSC) or 
preadipocytes from the stromal vascular fraction (SF) of epiWAT from 10-week-old 
Rab4bflox/flox and Rab4bTcell KO mice were induced to differentiate into adipocytes as 
described in Experimental Procedures. (A) Quantification of TG content by Oil Red O 
staining and gene expression quantified by RT-qPCR in MSCs. (B) Same as (A) but 
for preadipocytes.  The graph shows means+ SEM (n=4 independent SF).  
Figure S5, Related to figure 7. Flow cytometry gating strategies for T cell 
analysis in epiWAT. Three staining strategies were applied to analyze T cell sub-
populations in the stromal vascular fraction of epiWAT. The three staining solutions 
contain APC-Cy7-coupled anti-CD45 antibodies to select CD45+ small cells after a 
SSC-A/FSC-A scatter plot and a SSC-A/FSC-W scatter plot to select single cells (A). 
(B) To analyze conventional T cell, CD4+ or CD8+, γδT cell, B cell, NK and NKT cells, 
the CD45+ small cells were analyzed for the expression of TCRβ and TCRγδ. TCRβ+ 
cells were analyzed for the expression of CD4 and CD8. TCRβ+CD4-CD8- were 
analyzed for the expression of NK1.1 (NKT cells). TCRβ-TCRγδ- were analyzed for 
CD19 (B cells) and NK1.1 (NK cells). (C)To analyze Treg cells, small CD45+ cells 
were gated on TCRβ+ cells and analyzed for the expression of CD4 and Foxp3 as 
described in Experimental Procedures. (D) To analyze IL-17A-producing cells, cells 
were treated with PMA/ionomycin and Golgi Stop as described in Experimental 
Procedures. Small CD45+ cells were analyzed for TCRβ and IL-17A. IL-17A+TCRβ- 
cells were analyzed for the expression of -TCRγδ and NK1.1.  
Figure S6, Related to figure 7. Immune cells characterization in epiWAT from 
Rab4bflox/flox and Rab4bTcell KO mice fed a NCD.(A) Representative flow cytometry 
scattered plots showing TCRβ+CD4+ and TCRβ+CD8+ cells, TCRγδ+TCRβ- cells 
andTCRβ+TCRγδ-cells, NK1.1+TCRβ-TCRγδ-cells (NK cells), CD19+TCRβ-TCRγδ-cells 
(B cells) and NK1.1+TCRβ+CD4- CD8- cells (NKT cells) from epiWAT of 35-week-old 
Rab4bflox/flox and Rab4bTcell KO mice fed a NCD.(B) Number per gram of epiWAT of -
γδT cells, NK cells, and B cells in 10- and 35-week-old mice (n=6/genotype). (C) 
Number per gram of epiWAT of IL-17A+γδT cells and IL-17A+NK cells in 10- and 35-
week-old mice (n =6/genotype). (D) IL-17A MFI among the indicated cell subtypes 
expressing IL-17A (n =6/genotype). (E) Number of the indicated sub-types of 
macrophages per gram of epiWAT in 10- and 35-week-old Rab4bflox/flox and Rab4bTcell 
KO mice (n= 6 /genotype). (F) mRNA expression of F4/80, CCL2, and TNFα in the 
epiWAT of 10- and 35-week-old Rab4bflox/flox and Rab4bTcell KO mice (n= 6/genotype). 
The level of mRNAs is relative to RPLP0 mRNA and are expressed relative to the 
expression in 35-week-old Rab4bflox/flox mice. All values are means + SEM. Statistical 
significance is shown as *p<0.05  
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Discussion et perspectives 
Mes travaux de thèse ont permis de démontrer que la petite GTPase Rab4b était diminuée dans les 
lymphocytes T du tissu adipeux, lors de l’obésité, chez l’homme et la souris. De manière surprenante, 
lorsque nous invalidons Rab4b dans les lymphocytes T, nous observons de nombreux désordres qui 
conduisent, à long terme, à la mise en place de la résistance à l’insuline. Par conséquent, ces travaux 
soulignent que la baisse d’expression de Rab4b dans les lymphocytes T de sujets obèses participe aux 
désordres métaboliques et immunitaires associés à l’obésité.  
1. Conséquences métaboliques de la déplétion de Rab4b dans les lymphocytes T  
Les souris invalidées pour Rab4b spécifiquement dans les lymphocytes T (souris Rab4bTcellKO) présentent 
une intolérance au glucose et une résistance à l’insuline à 35 semaines, sous régime normal. Cette 
résistance à l’insuline est certainement causée par les dépôts ectopiques de lipides dans le muscle et le 
foie, bien connus pour induire une résistance à l’insuline (Grundy, 2016). Nous montrons aussi que ces 
dépôts sont dus à une dyslipidémie sévère (augmentation des NEFA sanguins) qui trouve son origine dans 
le défaut d’adipogenèse du tissu adipeux épididymaire. Ce défaut d’adipogenèse conduit à une diminution 
de la capacité de stockage du tissu adipeux, qui induit une lipotoxicité dans les autres tissus. Cependant, 
plusieurs questions restent en suspens et je vais essayer maintenant de les discuter. 
Est-ce que nous pouvons estimer qu’un simple défaut d’adipogenèse est suffisant pour conduire au défaut 
métabolique observé ? Si nous prenons comme exemple les modèles de souris soumises à un régime riche 
en graisses, les défauts métaboliques similaires aux nôtres (résistance à l’insuline, stéatose musculaire et 
hépatique) ont été montrés pour n’apparaitre qu’une fois les limites d’expansion du tissu adipeux 
épididymaire atteintes (van Beek et al., 2015; Carobbio et al., 2017; Yaghootkar et al., 2016). Chez 
l’homme, il est bien admis que l’apparition des désordres métaboliques est corrélée avec les capacités 
d’expansion du tissu adipeux plutôt qu’avec l’IMC (Muñoz-Garach et al., 2016). Cependant, ces 
observations sont réalisées sur des sujets obèses et sur des souris ayant une alimentation très élevée en 
graisses, ce qui pourrait aussi participer au développement de la pathologie. Les souris lipodystrophiques 
pourraient apporter un élément de réponse à notre question. En effet, ces souris sont dans l’incapacité de 
développer un tissu adipeux pour stocker les lipides. Ces souris sont maigres mais développent de manière 
très sévère une stéatose musculaire et hépatique, ainsi qu’une résistance à l’insuline (Rochford, 2014). Ces 
observations sont aussi vraies chez les humains atteints de lipodystrophie (Fardet et al., 2013; Savage, 
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2009). Nous pouvons donc considérer que le défaut d’adipogenèse observé peut, à lui seul, conduire à la 
résistance à l’insuline de nos souris Rab4bTcellKO. L’adipogenèse est également altérée dans le tissu adipeux 
de souris et patients obèses, soulignant que les défauts observés dans notre modèle corroborent bien avec 
les défauts observés lors de l’obésité (De Girolamo et al., 2013; Isakson et al., 2009; Moreno-Indias and 
Tinahones, 2015).  
Comment la déplétion de Rab4b dans les lymphocytes T peut conduire à ce défaut d’adipogenèse ? Nos 
résultats montrent que, même si le défaut d’adipogenèse se développe entre 10 et 25 semaines, le nombre 
de MSC est déjà augmenté à 10 semaines, suggérant un défaut de différenciation déjà établi à cet âge. 
Corroborant cette hypothèse, les explants de tissu adipeux des souris Rab4bTcellKO de 10 semaines sont 
capables de limiter la différenciation des adipocytes 3T3-L1 in vitro. Ces résultats démontrent que le 
microenvironnement du tissu adipeux des souris Rab4bTcellKO de 10 semaines contient des facteurs, 
probablement issus des lymphocytes T, capables d’inhiber la différenciation adipocytaire. En effet, nous 
montrons que ce tissu adipeux contient plus de cytokines pro-inflammatoires, telles que l’IL-17A, l’IL-6, 
l’IL-1α et le TNFα, connues pour inhiber l’adipogenèse, comme expliqué dans l’introduction. Afin de 
déterminer l’origine de l’augmentation de ces cytokines, nous avons regardé les populations de 
lymphocytes T dans le tissu adipeux des souris Rab4bTcellKO. Nous avons observé une augmentation des 
lymphocytes Th17 et une diminution des Treg. De manière intéressante, le même type de variation des 
Treg et Th17 est observé dans le tissu adipeux de souris obèses, mais aussi chez l’homme (Feuerer et al., 
2009; McLaughlin et al., 2014). Les lymphocytes Th17 sont une source majeure d’IL-17A et peuvent donc 
être responsables de l’augmentation de cette cytokine dans le tissu adipeux des souris Rab4bTcellKO. Les 
lymphocytes T γδ, une autre source d’IL-17 dans le tissu adipeux lors l’obésité, ne sont pas modifiés dans 
les souris Rab4bTcellKO. Il serait toutefois intéressant de regarder si les MAIT ou les ILC3, bien que ces 
dernières soient peu représentées dans le tissu adipeux, sont modifiés dans le tissu adipeux de souris 
Rab4bTcellKO afin de savoir si les Th17 sont vraiment les seuls responsables de l’augmentation de la sécrétion 
d’IL-17. Pour le moment, nous ne connaissons pas les cellules responsables de l’augmentation des autres 
cytokines pro-inflammatoires inhibant l’adipogenèse dans les souris Rab4bTcellKO.  
En plus des cytokines, les chimiokines CXCL5 et CXCL12 sont aussi augmentées dans le tissu adipeux. Ces 
deux chimiokines sont impliquées dans le recrutement des macrophages et participent donc à la 
pathogenèse de l’obésité et de la résistance à l’insuline (Chavey et al., 2009; Kim et al., 2014). 
L’augmentation de cytokines et de chimiokines impliquées dans le développement de la résistance dans 
le tissu adipeux, dès 10 semaines, suggère donc une inflammation très précoce due à la perte de Rab4b 
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dans les lymphocytes T. Il semblerait donc que la réduction d’expression de Rab4b dans les lymphocytes 
T, chez les souris et les patients obèses, peut être un élément important de la mise en place des défauts 
métaboliques observés par la suite (résistance à l’insuline et stéatose hépatique et musculaire), 
probablement causés, au moins en partie, par une altération de l’adipogenèse.   
 
2. Rôle de Rab4b dans l’homéostasie des lymphocytes T 
Nos résultats mettent en évidence que l’invalidation spécifique de Rab4b dans les lymphocytes T perturbe 
la balance de polarisation Treg / Th17 en faveur des Th17. Pour tester cette hypothèse, nous avons mis 
des lymphocytes T naïfs en culture en présence de TGF-β, afin de favoriser leur différenciation en Treg. De 
manière étonnante, nous avons observé que la différenciation des lymphocytes T naïfs déplétés en Rab4b 
favorise plutôt l’émergence des Th17, suggérant un défaut de signalisation du TGF-β. Nous avons en effet 
observé que dans ces cellules il y avait une diminution de SOCS3 (Figure 19A). Pour rappel, SOCS3 est 
décrit comme inhibant la polarisation en Th17, et sa diminution lèverait donc l’inhibition de la polarisation 
en Th17 dans ces cellules (Yoshimura et al., 2012). Néanmoins, le mécanisme conduisant à la diminution 
de SOCS3 dans les lymphocytes T déplétés en Rab4b reste à être déterminer. De plus, nous ne savons pas 
encore si le récepteur au TGF-β est exprimé correctement dans les lymphocytes T déplétés en Rab4b. 
  
Figure 19: Mécanismes pouvant être impliqués dans la perturbation de la balance Treg / Th17 
(A) Les lymphocytes T naïfs sont isolés à partir de rates de souris contrôles ou Rab4bTcellKO âgées de 10 
semaines. Ils sont ensuite mis en culture en présence de TGF-β pendant 72 heures afin de favoriser 
leur polarisation en Treg. La quantité d’ARNm de SOCS3 est ensuite mesurée par RT-qPCR.  
(B) Un marquage du récepteur à l’IL-6 (IL-6R) a été réalisé sur les lymphocytes T naïfs (perméabilisés 
ou non) isolés à partir de rates de souris contrôles ou Rab4bTcellKO âgées de 10 semaines. 
Les valeurs représentent les moyennes ± SEM et sont normalisées par rapport aux contrôles. Les 
différences significatives sont indiquées par un astérisque (* p<0.05). N=4-8 
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Nous avons ensuite mis des lymphocytes T naïfs en culture en présence d’IL-6 et de TGF-β, afin de favoriser 
leur différenciation en Th17. La polarisation en Th17, à partir de lymphocytes T naïfs déplétés en Rab4b, 
est également augmentée dans ces conditions. Nous avons regardé si la réponse à l’IL-6 pouvait être 
augmentée. De manière intéressante, bien que la quantité totale de ce récepteur soit inchangée entre les 
lymphocytes T naïfs issus de souris contrôles ou invalidées pour Rab4b, la quantité membranaire est 
augmentée lorsque Rab4b est invalidé (Figure 19B), suggérant un problème dans le trafic du récepteur à 
l’IL-6. Cette augmentation pourrait expliquer pourquoi la différenciation in vitro des lymphocytes T en 
Th17 est plus efficace. Un faible signal du TCR est un autre mécanisme connu pour favoriser la 
différenciation en Th17 (Purvis et al., 2010). Et de façon intéressante, il a été montré que le complexe CD3 
/ TCRβ recycle par des compartiments positifs pour Rab4b (Soares et al., 2013). Nous avons donc regardé 
si la quantité de TCR à la membrane pouvait être altérée en absence de Rab4b. De manière étonnante, 
nous avons observé une diminution du TCRβ et CD3 à la membrane plasmique alors que la quantité totale 
(perméabilisée) reste inchangée (Figure 20), suggérant un défaut du trafic du complexe CD3 / TCR en 
absence de Rab4b.  
 
 
 
 
 
 
 
 
Un autre mécanisme impliqué dans la polarisation des lymphocytes T effecteurs est le changement du 
métabolisme cellulaire, favorisant la glycolyse (Buck et al., 2015; Gerriets et al., 2015). Pour tester cette 
hypothèse, nous avons réalisé des expériences de Seahorse qui permettent d’analyser les fonctions 
mitochondriales et la glycolyse sur les lymphocytes T naïfs issus de la rate des souris contrôles ou invalidées 
pour Rab4b (Figure 21). Nos résultats suggèrent que les lymphocytes T naïfs déplétés en Rab4b respirent 
beaucoup moins que les lymphocytes T contrôles (Figure 21 A-C). De plus, la glycolyse, visualisable grâce 
à la production de lactate, semble altérée (Figure 21D). Ces résultats sont plutôt inattendus étant donné 
que la glycolyse est normalement augmentée dans les Th17. Afin de mieux comprendre ces données, nous  
avons regardé la capture de glucose et l’expression de GLUT1, le transporteur de glucose présent dans les 
Figure 20: Les niveaux membranaires de 
CD3 et TCRβ sont diminués dans les 
lymphocytes T en absence de Rab4b 
Analyse par cytométrie en flux du niveau 
membranaire de TCRβ et de CD3 dans les 
lymphocytes T naïfs issus de rates de souris 
contrôles ou Rab4bTcellKO.  
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lymphocytes T, qui sont augmentés (données non représentées). De plus, nous avons regardé l’expression 
de gènes impliqués dans le métabolisme des acides gras, FASN et ACC1, qui sont également augmentés 
(données non représentées). ACC1 et FASN sont nécessaires pour la polarisation en Th17. Les souris 
déficientes pour ACC1 spécifiquement dans les lymphocytes T ont une inhibition de la polarisation de leur 
Th17 (Berod et al., 2014). Ces résultats suggèrent, qu’en réalité, les lymphocytes T naïfs issus de souris 
Rab4bTcellKO consomment plus de glucose et seraient donc prédisposés pour une meilleure différenciation 
en Th17. Il n’est pour le moment pas possible de connaitre la part de ces différents mécanismes dans 
l’altération de la balance Treg / Th17 mais il est probable qu’ils y contribuent tous. 
 
  
Figure 21: Les paramètres mitochondriaux et la production de lactate semblent diminués dans les 
lymphocytes T naïfs déplétés en Rab4b 
Les lymphocytes T naïfs sont isolés à partir de rates de souris contrôles ou Rab4bTcellKO âgées de 10 
semaines. Leur métabolisme est ensuite analysé grâce au Seahorse qui permet d’étudier les fonctions 
mitochondriales (A-C) et les paramètres de la glycolyse (D-F). Les valeurs représentent les moyennes 
± SEM. Les différences significatives sont indiquées par un astérisque (** p<0.01 *** p<0.001).  
147 
 
3. Rôle de Rab4b dans la diminution des Treg du tissu adipeux 
Cette perturbation de la balance Treg / Th17 ne suffit pas à expliquer la diminution des Treg qui est dix 
fois plus importante que l’augmentation des Th17 dans le tissu adipeux des souris Rab4bTcellKO. Nous avons 
donc cherché à comprendre les différents mécanismes qui pourraient expliquer cette baisse dramatique 
des Treg dans le tissu adipeux. Premièrement, comme nous l’avons souligné plus tôt, les quantités de TCRβ 
et de CD3 sont réduites à la membrane plasmique des lymphocytes T en absence de Rab4b (Figure 20), ce 
qui entraine une baisse de la signalisation TCR, nécessaire à la survie des Treg dans le tissu adipeux. En 
effet, la rétention des Treg dans le tissu adipeux est dépendante de leur interaction avec le complexe CMH 
II / peptide des macrophages (CD11b+ CD11c+) et des cellules dendritiques (CD11c- CD11b+) qui conduit à 
des « micro-expansions clonales » des Treg (Kolodin et al., 2015). Cette hypothèse est renforcée par le fait, 
qu’en plus du TCRβ et de CD3, nous avons observé une réduction membranaire du corécepteur CD28, 
également impliqué dans la signalisation du TCR suite à la reconnaissance du complexe CMH / peptide 
(Figure 22). Il serait intéressant de regarder si les cellules présentatrices d’antigènes sont capables 
d’induire la prolifération de Treg déplétés en Rab4b. De plus, l’IL-33, bien connue pour son rôle dans 
l’immunité de type 2, permet la prolifération des Treg qui expriment son récepteur St2 (Vasanthakumar 
et al., 2015). Il serait intéressant de regarder si les Treg des souris Rab4bTcellKO sont capables de répondre 
à l’IL-33 (Rab4b pourrait être impliqué dans le recyclage de son récepteur), et si cette cytokine est sécrétée 
normalement dans le tissu adipeux des souris Rab4bTcellKO. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Une altération du développement thymique serait un autre mécanisme pouvant expliquer la baisse des 
Treg dans le tissu adipeux puisque, comme expliqué dans l’introduction, la grande majorité des Treg du 
tissu adipeux sont originaires du thymus. L’analyse des différentes populations de lymphocytes T 
thymiques, dévoile une réduction du nombre de thymocytes totaux qui s’explique par un défaut de 
maturation thymique entre le stade double positif (DP : CD4+ CD8+) et le stade simple positif (CD4+ ou 
Figure 22: Le niveau membranaire de la 
molécule de costimulation CD28 est diminué 
dans les lymphocytes T en absence de Rab4b 
Analyse par cytométrie en flux du niveau 
membranaire de CD28 dans les lymphocytes T 
naïfs issus de rates de souris contrôles ou 
Rab4bTcellKO. Les différences significatives sont 
indiquées par un astérisque (* p<0.05). N=4 
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CD8+) (Figure 23A et B). Nous avons notamment pu montrer qu’il y avait une augmentation de l’apoptose 
au stade DP (Figure 23C), suggérant que l’invalidation de Rab4b pourrait conduire à un défaut de la 
sélection β ou de la sélection positive. La sélection β, comme la sélection positive, permet de tester si le 
TCR est fonctionnel, et comme nous l’avons vu plus tôt le TCRβ est diminué à la membrane plasmique. 
Cette diminution entraine donc un défaut lors de la sélection positive dû à un signal TCR insuffisant ce qui 
conduit donc à l’élimination des thymocytes double positifs. Cette observation est d’ailleurs retrouvée 
dans les souris déficientes pour le TCRβ (Mombaerts, 1995). De manière intéressante, nos résultats sont 
identiques au défaut de production thymique observé dans un modèle de souris invalidées pour 
l’adaptateur de la clathrine AP1γ, or notre laboratoire a montré que AP1γ est un effecteur de Rab4b 
(Alvarez Arias et al., 2010; Perrin et al., 2013). Cette diminution du nombre de lymphocytes est ensuite 
retrouvée en périphérie avec une diminution du nombre de lymphocytes T dans la circulation sanguine et 
les organes lymphoïdes secondaires, tels que la rate (Figure 23D).  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 23: Le développement des lymphocytes T est altéré dans les souris Rab4bTcellKO 
(A) Analyse par cytométrie en flux des lymphocytes T du thymus de souris contrôles ou Rab4bTcellKO âgées de 5 
semaines. Les lymphocytes sont préalablement sélectionnés grâce au marqueur CD3, puis nous analysons les 
différentes populations thymiques grâce aux marqueurs CD4 et CD8. 
(B) Quantification de (B) (DN: double négatif; DP: double positif; SP4: simple positif CD4+; SP8: simple positif 
CD8+). 
(C) Marquage Annexine V dans les populations de lymphocytes T du thymus des souris contrôles ou Rab4bTcellKO 
âgées de 5 semaines. Le marquage Annexine V permet de marquer les cellules en apoptose. 
(D) Pourcentage des lymphocytes B (LB) et lymphocytes T (LT) dans les rates de souris contrôles (Rab4bflox/flox) et 
Rab4bTcellKO âgées de 10 semaines. Les valeurs représentent les moyennes ± SEM. Les différences significatives 
sont indiquées par un astérisque (* p<0.05, ** p<0.01, *** p<0.001). N=4-6 
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A l’inverse de la sélection positive, la sélection négative permet d’éliminer (ou de polariser en tTreg) les 
lymphocytes T ayant un signal TCR trop important. Dans ce cas, la diminution du signal TCR observée dans 
les lymphocytes T en absence de Rab4b peut être responsable d’une absence de mort, ou de polarisation 
en tTreg des thymocytes. Cela pourrait donc entrainer une diminution des tTreg. Nous avons d’ailleurs 
observé qu’une petite population de lymphocytes T exprime très fortement le TCRβ dans nos souris 
Rab4bTcellKO (Figure 20), pouvant être le signe de la présence d’une population auto-réactive dans les souris 
Rab4bTcellKO. Il est donc possible que les lymphocytes T naïfs, sélectionnés dans le thymus lors de la 
sélection négative, soient capables de se différencier préférentiellement en cellules effectrices (Th1 et 
Th17). Il est maintenant nécessaire de confirmer ces résultats en regardant le nombre de tTreg par 
cytométrie en flux. 
 
4. Rôle de Rab4b dans l’augmentation des Th17 dans le tissu adipeux 
Bien que l’augmentation des Th17 peut être expliquée par une altération de la balance Treg / Th17, 
certains arguments nous laissent penser que d’autres mécanismes peuvent être impliqués. Les adipocytes 
sécrètent naturellement de l’IL-6 et comme nous pensons que les lymphocytes T naïfs de souris Rab4bTcellKO 
sont prédisposés à la polarisation en Th17, cela permettrait d’initier les changements immunitaires au sein 
du tissu adipeux des souris Rab4bTcellKO. L’augmentation de Th17 qui en découle conduit à un cercle vicieux 
favorisant la production d’IL-6 et de Th17 et pouvant également favoriser l’activation des macrophages 
pro-inflammatoires (Dalmas et al., 2014). De plus, cet environnement inflammatoire peut aussi modifier 
les autres cellules du tissu adipeux, dont les MSC et les cellules dendritiques, qui ont été montrées comme 
favorisant la polarisation en Th17 (Bertola et al., 2012; Eljaafari et al., 2015). Or, les MSC sont augmentées 
dans les souris Rab4bTcellKO et pourraient donc participer à l’augmentation du nombre de Th17.  
 
5. Rôle de Rab4b dans le phénotype des Treg et des Th17 
Indépendamment de leur nombre, les Treg et les Th17 peuvent avoir des phénotypes différents. Comme 
expliqué dans l’introduction, les Treg ne font pas que diminuer dans le tissu adipeux lors de l’obésité mais 
ils changent également de phénotype. Il serait intéressant de regarder si ce changement phénotypique est 
retrouvé dans les Treg restant du tissu adipeux de souris Rab4bTcellKO. Concernant les Th17, il est connu 
que leur pathogénicité n’est pas la même en fonction des cytokines qui ont permis la polarisation. En effet, 
les lymphocytes T polarisés à partir de TGF-β et d’IL-6 ont une pathogénicité plus limitée que les Th17 
polarisés à partir d’IL-1β, d’IL-6 et d’IL-23 (Lee et al., 2012). Il serait intéressant de regarder si les 
lymphocytes T du tissu adipeux de souris Rab4bTcellKO ont une pathogénicité différente, visualisable  par 
150 
 
l’expression de RORγt et T-bet, qui conduit à la sécrétion d’IL-17 de d’IFNγ, qui semble également 
augmenté dans les souris Rab4bTcellKO. De façon intéressante, nous avons observé une augmentation du 
nombre de cellules exprimant T-bet dans la polarisation en Th17, in vitro. Il nous reste à déterminer si ce 
sont les mêmes cellules qui expriment RORγt (IL-17A) et T-bet. 
 
6. Conséquences de la déplétion de Rab4b dans les lymphocytes T sur l’immunité et la barrière 
intestinale 
Le défaut de balance Treg / Th17 observé dans les souris Rab4bTcellKO pourrait affecter d’autres tissus et il 
est maintenant bien connu que ces populations jouent un rôle important dans l’homéostasie intestinale. 
De plus, les cellules immunitaires de la lamina propria des souris obèses participent au développement de 
l’inflammation lors du développement de l’obésité et leur déplétion entraine une meilleure sensibilité à 
l’insuline (Luck et al., 2015). Nous avons voulu déterminer si le phénotype métabolique observé dans les 
souris Rab4bTcellKO peut être, en partie, d’origine intestinale. Nous retrouvons une diminution de 
l’expression de Foxp3 et une augmentation de l’expression de l’IL-17, suggérant respectivement une baisse 
du nombre de Treg et une augmentation du nombre de Th17, comme ce qui est observé dans le tissu 
adipeux (Figure 24). Cependant, les Th17 ne sont pas les seules cellules qui sécrètent de l’IL-17 dans 
l’intestin, puisque les ILC3 et les lymphocytes T γδ sont des sources importantes d’IL-17 dans l’intestin. Des 
expériences supplémentaires de cytométrie en flux seront nécessaires pour déterminer la composition 
des cellules immunitaires dans l’intestin des souris Rab4bTcellKO. De plus, nous ne savons pas si cette 
augmentation d’IL-17 peut contribuer ou non aux désordres métaboliques puisque son rôle dans l’intestin 
lors de l’obésité est controversé. Il a été montré que les lymphocytes T γδ produisant de l’IL-17 étaient 
augmentés dans l’intestin de souris obèses à 16 semaines de régime riche en graisses et participent à la 
pathogenèse de l’obésité (Luck et al., 2015). Cependant, les Th17 ont été montrés diminués dans l’intestin 
de souris soumises à un régime riche en graisses et que cette diminution est corrélée avec les défauts 
métaboliques, suggérant un  rôle protecteur des Th17 (Garidou et al., 2015; Hong et al., 2017). Ce rôle 
protecteur des Th17 passerait par l’IL-23 (Martins et al., 2018).  
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Depuis plusieurs années un nombre croissant de travaux montre que le microbiote intestinal est modifié 
lors de l’obésité (augmentation des Firmicutes au détriment des Bacteroidetes) (Ley et al., 2005). Certains 
arguments suggèrent que cette dysbiose pourrait être une cause de la résistance à l’insuline. En effet, les 
souris dépourvues de microbiote intestinal (germ-free) ne développent ni obésité ni résistance à l’insuline 
suite à un régime riche en graisses (Bäckhed et al., 2007). Confortant cette observation, les souris ayant 
reçu un traitement pré / pro / antibiotique ont une meilleure sensibilité à l’insuline (Cani et al., 2008). De 
plus, la colonisation intestinale de souris germ-free par le microbiote de souris obèses entraine une 
augmentation de la taille du tissu adipeux, alors que la transplantation fécale de patients sains à des 
patients obèses améliore la sensibilité à l’insuline (Turnbaugh et al., 2006; Vrieze et al., 2012). Afin de 
savoir si le microbiote des souris Rab4bTcellKO peut contribuer aux défauts métaboliques que nous 
observons, il serait intéressant de voir si le phénotype que nous avons est toujours présent lorsque les 
souris sont hébergées dans les mêmes cages et qu’il y a donc un transfert de flore entre les génotypes. S’il 
s’avère que la flore intestinale joue un rôle dans le phénotype métabolique des souris Rab4bTcellKO, des 
études du microbiote intestinal et des transplantations fécales peuvent être envisagées. 
Lors de l’obésité, il y a une augmentation de la perméabilité intestinale qui rend la barrière perméable aux 
produits dérivés du microbiote (LPS, acides gras à chaine courte…) qui contribuent à l’inflammation du 
tissu adipeux (Burcelin, 2012; Caesar et al., 2012). Nous avons voulu savoir si la barrière intestinale des 
souris Rab4bTcellKO était modifiée. Pour cela, nous avons injecté par voie orale une solution de dextran-FITC 
(polymère de glucose de masse moléculaire élevée couplé à la fluorescéine) à nos souris, ce qui nous 
permet de suivre la perméabilité para-cellulaire intestinale en mesurant la quantité de fluorescence du 
Figure 24: La perturbation de la balance Treg / Th17 semble être retrouvée dans l’intestin 
Analyse de l’expression de Foxp3 et de l’IL-17 par RT-qPCR dans l’intestin de souris contrôles ou Rab4bTcellKO 
âgées de 25 semaines. Les valeurs représentent les moyennes ± SEM et sont normalisées par rapport aux 
contrôles. Les différences significatives sont indiquées par un astérisque (* p<0.05). N=14. 
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FITC dans le sérum à différents temps après gavage. Nous n’avons observé aucune différence, 2 et 4 heures 
après le gavage, entre les souris contrôles et Rab4bTcellKO (Figure 25). Toutefois, ces résultats doivent 
encore être confirmés. Nous avons également étudié la morphologie de l’intestin (profondeur des cryptes, 
épaisseur mucosale et de la muqueuse musculeuse, des villosités, taille des villosités) en réalisant des 
coupes et colorations histologiques, et nous n’avons observé aucune lésion dans l’intestin des souris 
Rab4bTcellKO (Figure 26).  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 25: Les souris Rab4bTcellKO ne présentent pas 
de modifications de la perméabilité intestinale 
Les souris contrôles ou Rab4bTcellKO de 25 semaines 
reçoivent une solution de FITC-dextran (0,4mg/g de 
souris) par voie orale. Le sang des souris est prélevé 
2h et 4h après gavage et l’intensité de fluorescence 
du FITC dans le sérum nous permet de quantifier la 
quantité de dextran-FITC qui a réussi à passer la 
barrière intestinale. Les valeurs représentent les 
moyennes ± SD. N=6 
Figure 26: L’intégrité de la barrière 
intestinale des souris Rab4bTcellKO ne 
semble pas altérée 
(A) Un marquage au bleu alcian et au 
Nuclear Fast Red a été réalisé sur des 
coupes d’intestin de souris contrôles ou 
Rab4bTcellKO âgées de 25 semaines. Le bleu 
alcian permet de marquer les 
glycoprotéines du mucus et le nuclear fast 
red marque les noyaux afin de visualiser la 
structure des villosités intestinales. 
(B) Les différentes caractéristiques 
morphologiques de l’intestin ont été 
quantifiées. La profondeur des cryptes, 
l’épaisseur de la muqueuse et celle de la 
muqueuse musculeuse ont été 
représentées en (A). La taille des villosités 
correspond à l’épaisseur de la muqueuse 
moins la profondeur des cryptes. Les valeurs 
représentent les moyennes ± SEM et sont 
normalisées par rapport aux contrôles. 
N=14 
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Un autre mécanisme important dans la préservation de la perméabilité intestinale est le mucus qui est la 
première ligne de défense contre les bactéries présentes dans la lumière intestinale (Naughton et al., 
2014). Il est produit par les cellules en gobelet et est composé de mucines et d’IgA et un défaut dans sa 
sécrétion pourrait avoir des effets sur l’homéostasie intestinale. Nous avons voulu déterminer si la 
sécrétion de mucus dans l’intestin des souris Rab4bTcellKO est altérée. De manière intéressante, notre étude 
montre une diminution significative de la couche de mucus dans la lumière intestinale, associée à une 
augmentation du mucus stocké dans les villosités de la lamina propria (Figure 27). La fonction de ces 
cellules en gobelet est régulée par le système immunitaire, notamment par les lymphocytes Th2 et Th17 
qui augmentent la sécrétion de mucus grâce à la sécrétion des cytokines de type 2 (IL-4, IL-5, IL-9 et IL-13) 
et d’IL-22 (Johansson and Hansson, 2016). Il serait donc intéressant de regarder si la présence de ces 
cytokines dans l’intestin des souris Rab4bTcellKO est modifiée. 
 
 
  
Figure 27: Les souris Rab4bTcellKO semblent avoir une diminution de la sécrétion de mucus dans 
la lumière intestinale 
(A) Un marquage au bleu alcian et au Nuclear Fast Red a été réalisé sur des coupes d’intestin de 
souris contrôles ou Rab4bTcellKO âgées de 25 semaines.  
Quantification de l’épaisseur de la couche de mucus dans la lumière intestinale (B) et de la 
quantité de mucus stockée à l’intérieur des villosités (C).  
Les valeurs représentent les moyennes ± SEM et sont normalisées par rapport aux contrôles. Les 
différences significatives sont indiquées par un astérisque (** p<0.01*** p<0.001). N=14 
154 
 
Nos résultats démontrent que la petite GTPase Rab4b contribuerait à la régulation du phénotype 
inflammatoire des lymphocytes T et sa diminution entraine une aggravation de la résistance à l’insuline. 
En effet, Rab4b serait fortement impliqué dans le contrôle de l’expansion du tissu adipeux et sa 
diminution lors de l’obésité perturberait la balance pro/anti-inflammatoire, nécessaire pour la 
régulation de l’adipogenèse. La diminution de Rab4b dans les patients obèses pourrait donc être un 
mécanisme participant au développement des désordres métaboliques associés à l’obésité.  
 
7. Perspectives 
Parmi tous les mécanismes connus impliqués dans le développement de l’inflammation et des désordres 
métaboliques lors de l’obésité, il serait très intéressant de connaitre la part réelle de la diminution de 
Rab4b dans les lymphocytes T. Pour cela, il faudrait pouvoir empêcher cette diminution dans les 
lymphocytes T et regarder si cela suffit à améliorer les paramètres métaboliques de souris lorsqu’elles sont 
soumises à un régime riche en graisses.  
Il nous faudrait pour cela essayer de déterminer quels sont les facteurs et les mécanismes moléculaires 
qui seraient impliqués dans la diminution de Rab4b dans les lymphocytes T lors de l’obésité. Pour cela, il 
serait déjà intéressant de savoir si la diminution de Rab4b dans les lymphocytes T est systémique ou non 
afin d’avoir des cibles plus précises qui pourraient être impliquées dans sa diminution. Le fait que Rab4b 
soit plus diminué dans les patients obèses diabétiques que dans les patients obèses non diabétiques 
suggère que les facteurs responsables de sa diminution seraient augmentés lors de la mise en place de la 
résistance à l’insuline.  
Il serait également intéressant de regarder les pathologies impliquant les Th17 (asthme, maladies 
inflammatoires de l’intestin, arthrite rhumatoïde…) dans notre modèle de souris invalidées pour Rab4b. Si 
ces pathologies sont exacerbées en absence de Rab4b dans les lymphocytes T, il serait intéressant de 
savoir si la baisse de Rab4b dans les lymphocytes T lors de l’obésité peut être liée à l’apparition de ces 
pathologies. 
Enfin, comme Rab4b est fortement exprimé dans toutes les cellules immunitaires, nous envisageons de 
regarder si la baisse de Rab4b est retrouvée dans d’autres populations de cellules immunitaires de la SVF 
lors de l’obésité. Si d’autres populations sont touchées, il serait intéressant de générer des modèles murins 
déplétés pour Rab4b spécifiquement dans ces populations d’intérêt et pourquoi pas un modèle dans 
lequel Rab4b serait déplété dans les différentes populations concernées, reflétant ainsi mieux ce qu’il se 
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passe lors de l’obésité. Ces modèles pourraient aussi nous donner des indications sur la part de la 
diminution de Rab4b dans la pathogenèse de l’obésité. 
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Activation of the p53 pathway in adipose tissue contributes
to insulin resistance associated with obesity. However, the
mechanisms of p53 activation and the effect on adipocyte
functions are still elusive. Here we found a higher level of
DNA oxidation and a reduction in telomere length in adipose
tissue of mice fed a high-fat diet and an increase in DNA
damage and activation of the p53 pathway in adipocytes.
Interestingly, hallmarks of chronic DNA damage are visible
at the onset of obesity. Furthermore, injection of lean mice
with doxorubicin, a DNA damage-inducing drug, increased
the expression of chemokines in adipose tissue and pro-
moted its infiltration by proinflammatory macrophages
and neutrophils together with adipocyte insulin resistance.
In vitro, DNA damage in adipocytes increased the expres-
sion of chemokines and triggered the production of che-
motactic factors for macrophages and neutrophils. Insulin
signaling and effect on glucose uptake and Glut4 translo-
cation were decreased, and lipolysis was increased. These
events were prevented by p53 inhibition, whereas its acti-
vation by nutlin-3 reproduced the DNA damage-induced
adverse effects. This study reveals that DNA damage in
obese adipocytes could trigger p53-dependent signals in-
volved in alteration of adipocyte metabolism and secretory
function leading to adipose tissue inflammation, adipocyte
dysfunction, and insulin resistance.
Insulin resistance is associated with obesity and is a major
risk factor for type 2 diabetes. Adipose tissue (AT) plays
an important role in glucose and lipid homeostasis (1,2),
and AT dysfunction associated with obesity has emerged
as a critical event for the development of insulin resis-
tance. Low-grade inflammation and oxidative and hypoxic
stresses both develop in obese AT and are involved in the
alteration of adipocyte functions (3–6). Therefore, activa-
tion of stress-signaling pathways in adipocytes is critically
involved in AT dysfunction and insulin resistance (7–10).
The tumor suppressor p53 has recently emerged as a
novel regulator of metabolic homeostasis and adaptation to
nutritional changes in different organs, including AT (11–13).
A role for the alterations of p53 activation has thus been
proposed in metabolic diseases such as diabetes and obesity.
Indeed, activation of p53 was reported in AT of genetically
and high-fat/high-sugar obese mice (14,15), and invalidation
of p53 in adipocytes was shown to protect obese mice from
insulin resistance and reduce AT inflammation (15). Con-
versely, p53 overexpression in adipocytes triggers insulin re-
sistance and the expression of proinflammatory cytokines in
AT (15). Despite the significance of p53 activation in obese
AT, its role in the alterations of adipocyte functions and the
causes of its activation in obese AT are poorly understood.
1INSERM, UMR 1065, C3M, Team 7 Molecular and Cellular Physiopathology of
Obesity and Diabetes, Nice, France
2Université Côte d’Azur, C3M, Nice, France
3INSERM, UMR 1065, C3M, Team 2 Cell Death, Differentiation and Cancer, Nice,
France
4INSERM, UMR 1062, Nutrition, Obesity and Risk of Thrombosis, Marseille,
France
5CNRS, UMR 8199, Lille Pasteur Institute, Lille, France
6Lille University, Lille, France
7European Genomic Institute for Diabetes, Lille, France
8Department of Genomics of Common Disease, School of Public Health, Imperial
College London, Hammersmith Hospital, London, U.K.
Corresponding author: Mireille Cormont, cormont@unice.fr.
Received 4 January 2016 and accepted 1 July 2016.
This article contains Supplementary Data online at http://diabetes
.diabetesjournals.org/lookup/suppl/doi:10.2337/db16-0014/-/DC1.
B.V. and P.-J.C. contributed equally to this study.
J.-F.T. and M.C. are co–senior authors.
© 2016 by the American Diabetes Association. Readers may use this article as
long as the work is properly cited, the use is educational and not for profit, and the
work is not altered. More information is available at http://www.diabetesjournals
.org/content/license.
3062 Diabetes Volume 65, October 2016
P
A
T
H
O
P
H
Y
S
IO
L
O
G
Y
The p53 pathway is a key effector of the DNA damage
response (DDR) and is activated by several stressors that
induce DNA lesions, the most deleterious one being DNA
double-strand breaks (DSBs) (16). The oxidative stress oc-
curring in AT of obese subjects is among the several possible
stressors (4,15). We thus hypothesized that nuclear DNA
damage in adipocytes triggers the activation of the p53 path-
way leading to metabolic and endocrine dysfunctions in ad-
ipocytes and to systemic propagation of deleterious signals
for insulin sensitivity.
RESEARCH DESIGN AND METHODS
Cell Culture
Human visceral preadipocytes from lean subjects without
diabetes (Biopredic, Rennes, France) and 3T3-L1 cells were dif-
ferentiated into adipocytes as previously described (17,18).
Small interfering (si)RNA (Dharmacon) transfection was per-
formed with INTERFERin (Ozyme, St Quentin-en-Yvelines,
France) as previously described (19). RAW 264.7 and RAW-
Blue (InvivoGen) macrophages were maintained in DMEM–
5% heat-inactivated FCS. RAW-Blue expressed secreted
embryonic alkaline phosphatase under the control of nu-
clear factor-kB (NF-kB) and activator protein-1. Human
mononucleated cells were isolated from blood using Ficoll
Hypaque, and monocytes were enriched and differenti-
ated into M0 macrophages, as previously described (20).
Volunteers signed an informed consent according to the
Declaration of Helsinki and recommendations of an in-
dependent scientific review board.
Animal Studies
Male mice were purchased from Charles Rivers Laboratory
(St-Aubin-lès-Elbeuf, France). Mice (ob/ob and ob/+) were used
at 14 weeks of age. C57BL6/J mice were used for high-fat
diets (HFD) experiments (45 or 60 kcal% fat; ssniff Spezial-
diäten GmbH, Soest, Germany) started at 7 weeks of age and
continued for 2, 4, or 18 weeks (Supplementary Table 1). At
age 15 weeks, C57BL/6J mice were injected for 42 h with
doxorubicin (2 mg/kg; Sigma-Aldrich) or 0.9% NaCl for epi-
didymal (epi)AT analysis. An intraperitoneal glucose tolerance
test (IPGTT) was performed after starvation for 6 h, as pre-
viously described (21). The Nice/Sophia-Antipolis University
Animal Care Committee approved all studies.
Measurement of Insulin Signaling and Metabolism in
Adipocytes
Insulin signaling, 2-[3H]deoxyglucose uptake, Glut4 trans-
location, and lipogenesis on isolated adipocytes were deter-
mined as previously described (22). Glycerol content in the
medium was determined as a readout of adipocyte lipolysis
using the GPO-Trinder colorimetric assay (Sigma-Aldrich).
Flow Cytometry Analysis of AT Immune Cells
The stromal vascular fraction (SVF) cells obtained after epiAT
treatment with collagenase (21) were incubated 15 min with
Fc block, resuspended in dedicated buffer, and stained for
30 min at 4°C with fluorochrome-conjugated specific anti-
bodies or control isotypes to quantify macrophages (F4/80
and CD11c), neutrophils (Lys6G and CD11b), and T (CD3) or
B (B220) lymphocytes. The labeling was analyzed by flow
cytometry using a MACSQuant cytometer (Miltenyi) and
FlowJo software (TreeStar).
Immune Cells Chemotaxis and Activation Assays
Chemotaxis of RAW 264.7 and human M0 macrophages
induced by adipocyte-conditioned media (AdCM) was
assessed by Boyden chambers assay (8-mm pores, BD Bio-
science). Cells that were migrated at the filter’s lower face
were labeled with crystal violet and counted in five ran-
domly selected areas. For macrophage activation, secreted
embryonic alkaline phosphatase activity was quantified in
the media of RAW-Blue cells. RNAs were prepared for the
analysis of polarization marker expression. Human M0
polarization was determined by the quantification of the
surface expression of M0, M1, and M2 markers, as pre-
viously described (20).
To quantify neutrophil migration against AdCM, 23 105
white blood cells were plated in the upper chamber of
Boyden chambers (3-mm pores). Cells in the lower cham-
ber were labeled 2 h later with fluorescein isothiocyanate
(FITC)–coupled Lys6G and phycoerythrin-coupled CD11b
antibodies before flow cytometry analysis.
Immunofluorescence Studies
Snap-frozen epiAT was embedded in optimal cutting
temperature medium, and 15-mm sections were fixed in
4% paraformaldehyde, incubated in 10 mmol/L glycine,
washed, and incubated in PBS, 2% BSA, and 0.1% Tween-
20. Adipocytes from epiAT were isolated by collagenase
digestion, as previously described (21), and were fixed as
above. The AT sections or isolated adipocytes were then
incubated with the indicated antibodies and DAPI, washed,
and mounted. Images were quantified using motion-tracking
software (23).
The three-dimensional imaging of solvent-cleared organs
(3DISCO) tissue-clearing method (24) was adapted to AT.
EpiAT was fixed in 3% paraformaldehyde and successively
washed in PBS containing 0.2% Triton X-100, or 0.2% Tri-
ton X-100 and 20% DMSO, or 0.1% Tween-20, 0.1% Triton
X-100, 0.1% deoxycholate, 0.1% NP40, and 20% DMSO
for 24 h each. EpiAT was then incubated overnight in PBS,
0.2% Triton X-100, 10% DMSO, and 0.3 mol/L glycine and
blocked by adding 6% BSA for 2 days. After two washes in
PTwH (PBS, 0.2% Tween-20, and 0.001% heparin), samples
were incubated 2 days with FITC-labeled anti–g-H2AX
antibody, Alexa Fluor 647 phalloidin, and DAPI in PTwH,
5% DMSO, and 3% BSA, and washed in PTwH for 2 extra
days. The clearing was performed by successively using 50%,
75%, and 100% tetrahydrofuran, 3 h each time, and finally,
with dibenzyl ether for 2 h before confocal acquisition and
image analysis with Fiji software.
Microarray Analysis
RNA was isolated from 3T3-L1 adipocytes using RNeasy Lipid
Tissue Kit (Qiagen), quantified by a NanoDrop ND-1000, and
the quality verified with an Agilent 2100. Complementary
RNA was prepared using TargetAmp Nano-g Biotin-aRNA
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labeling for the Illumina System (Epicentre) and hybridized
to Illumina Mouse WG-6 v2.0 BeadArrays. Microarray data
were normalized and analyzed using the R software limma
package (25). We performed a background correction using
negative controls on the raw data, applied a quantile nor-
malization using positive controls, followed by a log2 trans-
formation, and applied a 1% threshold on the detection
P values, which led us to consider 13,314 genes as expressed.
We performed ANOVA using the limma “eBayes” proce-
dure. P values were corrected for multiple testing using
the Benjamini-Hochberg method to control the false dis-
covery rate with a 5% threshold.
Reactive Oxygen Species, DNA Oxidation, and
Telomere Length Determination
Reactive oxygen species (ROS) was quantified in 30-mm
epiAT sections using dihydroethidium, as previously described
(15), or in isolated adipocytes using the ROS probe 29,79-
dichlorodihydrofluorescein diacetate (H2DCFDA; 10mmol/L).
Adipocytes were recovered by centrifugation on dinonyl
phthalate and resuspended in H2O2 before fluorescence
measurement. DNA was prepared from snap-frozen epiAT
(DNeasy Blood & Tissue Kit; Qiagen). Amounts of 8-hydroxy-
2-deoxyguanosine (8-OHdG) were determined using an EIA kit
(StressMarq Biosciences Inc.) following the manufacturer’s rec-
ommendations. Real-time quantitative PCR (qPCR) was used
that compares the telomere repeat sequence copy number
to a single copy albumin gene.
Western Blotting and Real-Time qPCR
Cells were lysed, and immunoblotting was performed, as
previously described (26), using indicated antibodies. RNA
preparation and real-time qPCR were performed as pre-
viously described (26). Primers were from SABiosciences
(Qiagen). The PCR data were analyzed with the compara-
tive cycle threshold (DDCt) quantitation method.
Statistical Analysis
Data are expressed as the mean6 SEM. Differences among
groups were compared using ANOVA with post hoc analy-
sis for multiple comparisons and the Mann-Whitney test or
Student t test when only two groups were compared. Cor-
relation analysis was done by the Spearman test. Statistical
analyses were performed using GraphPad Prism 5 software.
Differences were considered significant at P , 0.05.
RESULTS
The p53 Pathway Is Activated in Adipocytes From
Obese Mice
The p21 mRNA level, a p53-target gene, was higher in
epiAT and in the adipocyte fraction of the obese ob/obmice
and mice fed the HFD compared with their lean counter-
parts (Fig. 1A and B). The p21 mRNA level in the adipocyte
fraction from ob/ob and HFD-fed mice was positively cor-
related to whole-body and fat pad weights and fasting
glycemia (Supplementary Table 2). Expression of p53 and
p21 proteins was higher in adipocytes from HFD-fed mice
compared with their counterparts fed the normal chow diet
(NCD) (Fig. 1C). Moreover, the number of adipocytes with a
p21+ nucleus was higher in HFD-fed mice than in NCD-
fed mice (61.7% 6 5.50% vs. 19.9% 6 4.04%, respec-
tively; P , 0.01) (Fig. 1D). This supports an activation
of the p53 pathway in mature obese adipocytes.
An HFD Causes DNA Damage in Adipocytes That
Occurs Early Upon Obesity Onset
A main cause for p53 activation is DNA damage, such as
telomere shortening and/or DNA DSBs themselves, caused
by ROS-induced DNA oxidation. We found a 1.5-fold
increase in 8-OHdG, a marker of oxidative DNA damage
(27), in the epiAT from mice fed the HFD for 18 weeks
(Fig. 1E), which positively correlated with p21 expression
(Fig. 1F), suggesting a link between DNA oxidation and p53
activation. We quantified the number of adipocytes with
nuclear foci containing phosphorylated histone H2AX
(g-H2AX), which positively correlates with DNA damage.
The proportion of adipocytes with no g-H2AX foci, mean-
ing without DNA damage, was lower in HFD-fed than in
NCD-fed mice (6% vs. 12%, respectively) (Fig. 1I, point 0).
Furthermore, the proportion of adipocytes with high num-
bers of g-H2AX foci per nucleus was increased in adipo-
cytes from HFD-fed mice (representative image in Fig. 1H
and quantification of 80–120 adipocytes per group in Fig.
1I). Moreover, we found shortened telomeres in epiAT
from HFD-fed mice (Fig. 1G), and telomere length was in-
versely correlated with p21 expression, whole-body and fat
pad weights, and fasting glycemia (Supplementary Table 2).
We next asked whether adipocyte DNA damage was an
early event upon the onset of obesity by studying mice
after 2 and 4 weeks of HFD feeding, which increased body
weight gain, epiAT weight, and adipocyte size (Supple-
mentary Fig. 1F–H). Using the 3DISCO method, we im-
aged the whole epiAT and characterized cell types with
DNA damage using g-H2AX labeling. The HFD for 2 or
4 weeks increased by two- to threefold, respectively, the
number of adipocytes with g-H2AX+ nuclei (cyan color in
Fig. 2A and B). ROS amounts were concomitantly in-
creased in epiAT and in adipocytes (Fig. 2C). DNA damage
was also detected in nonadipocyte cells (white color in Fig.
2A). The expression of p53 protein and of p21 mRNA was
increased, together with the expression of p16INK4A and
p19ARF mRNA encoded by the CDKN2A locus, which are
hallmarks of chronic DNA damage (Fig. 2D) (28). Impor-
tantly, after 2 weeks of the HFD, we did not observe
features of insulin resistance of adipocytes because insulin-
induced lipogenesis in isolated adipocytes (Fig. 2E) and
epiAT expression of insulin receptor substrate 1 (IRS1)
and adiponectin mRNA was not different compared
with NCD-fed mice, whereas the Glut4 mRNA level was
increased (Fig. 2F). The leptin mRNA level was increased
in agreement with the increase in epiAT weight and adi-
pocyte diameter (Fig. 2F and Supplementary Fig. 1A and
B). Glucose homeostasis was not markedly altered after
2 weeks of the HFD because the IPGTT indicated similar
glucose tolerance (Fig. 2G), with no difference in insulin
secretion during the IPGTT in HFD-fed mice compared
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with NCD-fed mice (0.89 6 0.13 ng/mL vs. 0.84 6 0.15
ng/mL, respectively). Moreover, 2 weeks of the HFD did
not modify the HOMA of insulin resistance index (Fig. 2H)
or fasting and fed glycemia or insulinemia (Supplementary
Fig. 1C and D). By contrast, mice developed glucose intol-
erance after 4 weeks of HFD feeding, with a further in-
crease in whole-body and epiAT weights and adipocyte size
as well as a trend toward a decrease in IRS1 mRNA (Sup-
plementary Fig. 1A, B, and E–I).
After 2 weeks of the HFD, we found in epiAT a lower
inducible nitric oxide synthase–to–arginase ratio and an
upregulation of the M2 marker CD206 mRNA and the
chemokine (C-C motif) ligand 2 (CCL2), but we did not
detect any significant differences in the number of F4/
80+CD11c2 macrophages or proinflammatory F4/802CD11c+
or F4/80+CD11c+ cells (Fig. 2I), neutrophils, or T and B
lymphocytes (Supplementary Fig. 1K and L). Furthermore,
inflammatory gene expression in epiAT and circulating lev-
els of interleukin 6 (IL-6) and tumor necrosis factor-a
(TNF-a) in HFD-fed mice did not significantly differ com-
pared with NCD-fed mice (Fig. 2I). By contrast, infiltration
of neutrophils in epiAT was observed after 4 weeks of the
HFD and was detectable until 18 weeks (Supplementary
Fig. 1K and L), with a further increase in CCL2 and IL-6
mRNA and a trend toward an increase in CD11c mRNA
(Supplementary Fig. 1J).
Figure 1—Adipocytes of obese mice exhibit activation of the p53 pathway with an increase in DNA damage and a reduction in telomere
length. Level of p21 mRNA in epiAT (AT) and isolated adipocytes (Ad) of ob/ob (A) and HFD-fed mice (18 weeks of 60% kcal from fat) and
their lean control littermates (NCD-fed) (n = 8 per group) (B). p21 mRNA expression was normalized using mouse Rplp0 mRNA level and
expressed in arbitrary units with the control value (ob/+ or NCD-fed mice) taken as 1. C: Western blot analysis of the expression of p53 (anti-
p53 #2524, Cell Signaling) and p21 (anti-p21, clone CP74, P1484, Sigma-Aldrich) in isolated adipocytes from HFD- and NCD-fed mice with
tubulin (anti-tubulin T6199, Sigma-Aldrich) as the loading control. Each lane corresponds to independent preparations of adipocytes. D:
Immunofluorescence analysis of p21 in the nuclei of isolated adipocytes from HFD- and NCD-fed mice. DAPI was used to visualize the
nuclei. Representative images and quantification of nuclei with detectable p21 labeling in 15–20 cells per adipocyte preparation (n = 8) are
shown. E: Amounts of 8-OHdG quantified in total DNA from AT of mice fed the NCD or an HFD (45% or 60% of kcal from fat; n = 8 per
group). Results are expressed in picograms of oxidized 8-OHdG per microgram of AT DNA. F: Correlation between amounts of AT oxidized
DNA and AT p21 mRNA expression (red dots, NCD-fed mice; blue dots, 45% HFD-fed mice; black dots, 60% HFD-fed mice). G: Relative
telomere length was estimated from total DNA prepared from AT of NCD- and HFD-fed mice (n = 8 per group). Results are expressed in
arbitrary units with the NCD-fed mice taken as 1. H and I: Isolated adipocytes from NCD- and HFD-fed mice (60% kcal from fat) were
treated for immunofluorescence as in D. Immunodetection was performed with anti–g-H2AX (Ser139) antibodies (Millipore 05-636), fol-
lowed by anti-mouse antibodies coupled to Alexa Fluor 488. Nuclei were labeled by DAPI. The quantifications of the foci number were
performed on 10–15 cells per preparation of adipocytes (n = 8 per group), and the graph represents the number of cells as a function of the
foci number. Data are means 6 SEM. *P < 0.05; **P < 0.01; and ***P < 0.001.
diabetes.diabetesjournals.org Vergoni and Associates 3065
Figure 2—DNA damage in the adipocyte is an early event during obesity development. A: Representative images of cleared AT from
mice fed the NCD or HFD for 2 or 4 weeks labeled with g-H2AX antibodies (green), DAPI (blue), and phalloidin (red), together with enlarged
views of the delineated regions. Images were acquired with a NikonA1 confocal microscope with a 320 long-working-distance objective,
allowing for acquisitions up to 3 mm into the tissue. A mosaic of nine images over 1 mm was randomly acquired and blindly quantified.
Z-projections along the z-axis were generated, and the DAPI (blue) and phalloidin (red) images were merged to discriminate nuclei from
small cells that were entirely surrounded by F-actin (purple nuclei) from nuclei of mature adipocytes (Ad) that were not surrounded by
F-actin (blue nuclei). Adipocyte nuclei without DNA damage are blue (only DAPI labeling, arrows). They are cyan when DNA damage was
present (merge of DAPI [blue] and g-H2AX [green], arrowheads). Nuclei from other smaller cells without DNA damage are purple (merge of
DAPI [blue] and phalloidin [red]) and are white with DNA damage (merge of DAPI [blue], g-H2AX antibodies [green], and phalloidin [red]). B:
Quantification of the number of adipocytes presenting DNA damage in their nucleus using the colocalization plug-in of Fiji. Data are
expressed as the percentage of cells with DNA damage and are means 6 SEM. **P < 0.01 and ***P < 0.001 HFD vs. NCD-fed mice;
###P < 0.001 HFD 4 weeks vs. HFD 2 weeks. C: Quantification of ROS using dihydroethidium (DHE) labeling on AT sections from mice fed
the NCD or HFD for 2 weeks and 4 weeks (left panel), and quantification of ROS production by isolated adipocytes from mice fed the NCD
or HFD for 2 weeks using the ROS probe H2DCFDA (right panel). Data are means 6 SEM. *P < 0.05, **P < 0.01, and ***P < 0.001 vs.
NCD-fed mice. D:Western blot analysis of the expression of p53 (n = 3 representative mice per group) (left panel), quantification of p53 protein
expression in AT after NCD or HFD feeding for 2 weeks (n = 13 per group) or 4 weeks (n = 5 for NCD and n = 6 for HFD) (middle panel), and
quantification of the indicated mRNA in AT after NCD or HFD feeding for 2 weeks (n = 7 mice per group) (right panel). Results are expressed
relative to the NCD-fed mice. Data are means 6 SEM. *P < 0.05 and **P < 0.01. E: Insulin effect on lipogenesis in isolated adipocytes from
mice fed the NCD or HFD for 2 weeks (n = 6 adipocyte preparations from 6 different mice in each of the groups). Data are expressed as the fold
increase over unstimulated cells. F: Quantification of the mRNA levels of the indicated genes in AT from mice fed the NCD or HFD for 2 weeks
(n = 7 mice per group). Data are means 6 SEM. **P < 0.01. AdipoQ, adiponectin. G: IPGTT in mice fed the NCD or HFD for 2 weeks. Area
under the curve (AUC) was calculated from 0 to 120 min. H: HOMA of insulin resistance (IR) index (fasting glucose mmol/L 3 fasting
insulin [mU/mL]/22.5) of the same mice as in G. I: Left panel, quantification by flow cytometry analysis of the numbers of F4/80+ (CD11c+ or
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These observations support that DNA damage and p53
activation occur very early during obesity development
concomitantly to an increase in adipocyte ROS but before
the insulin resistance of adipocytes, the inflammation of
AT, and the glucose intolerance.
DNA Damage Causes AT Inflammation and Adipocyte
Insulin Resistance In Vivo
We next assessed the effect of DNA damage on AT in-
flammation and adipocyte function by short-term ad-
ministration of the DNA-damaging drug doxorubicin in
lean mice. The weight of epiAT did not differ between
control and doxorubicin-administered mice (377.0 6 31.2
mg vs. 348.3 6 19.6 mg, respectively), but doxorubicin in-
creased the amount of F4/80+CD11c2 and F4/80+CD11c+
macrophages as well as F4/802CD11c+ dendritic-like cells
in the epiAT (Fig. 3A). Histological examination revealed an
infiltration of polynuclear cells in epiAT of doxorubicin-
administered mice consisting of 50% of Lys6G+ neutrophils
without a difference in adipocyte size (Fig. 3B). These
changes in immune cells were associated with an increase
in inflammatory markers, such as p65–NF-kB phosphory-
lation in the SVF (Fig. 3C), TNF-a, IL-1b, and IL-6 mRNA
in epiAT, adipocytes, or SVF (Fig. 3D), and with a decrease
in the anti-inflammatory marker CD206 mRNA with a
trend toward a decrease of IL-10 mRNA (Fig. 3D). As ex-
pected, p53 was activated in the epiAT and adipocytes of
mice administered doxorubicin, as indicated by the increase
in p21 (Fig. 3E). Doxorubicin decreased Glut4 mRNA and
protein, IRS1 and adiponectin mRNA (Fig. 3E and F), and
protein kinase B (PKB)/Akt phosphorylation in adipocytes
featuring insulin resistance of adipocytes (Fig. 3F). Accord-
ingly, insulin-induced lipogenesis was decreased in isolated
adipocytes from the mice injected with doxorubicin and
the circulating nonesterified fatty acid level was increased
(Fig. 3F and G). These changes in adipocyte functions and
AT inflammation did not markedly affect whole-body glu-
cose metabolism because the IPGGT and insulin secretion
during this test were unchanged (Fig. 3H and I).
Adipocyte-Mediated Macrophage Chemotaxis Is
Increased by Doxorubicin-Induced DNA Damage and
p53 Activation
From the above findings, we hypothesized that DNA damage
and activation of p53 in adipocytes promote the secretion of
chemotactic factors triggering infiltration of immune cells
in AT. We thus investigated in vitro the chemotaxis activity
of AdCM from adipocytes exposed to doxorubicin to induce
DNA damage or to nutlin-3 to activate the p53 pathway.
Features of DNA damage, such as an increased number
of g-H2AX foci and of p21 expression, stabilization, and
phosphorylation of p53, were observed in 3T3-L1 adipocytes
exposed to doxorubicin (Supplementary Fig. 2A–C). Nutlin-3,
an inhibitor of the ubiquitin-ligase mdm2 involved in p53
degradation (29), also induced the stabilization and phospho-
rylation of p53 and the induction of p21 without inducing
DNA damage (Supplementary Fig. 2A–C). AdCM from 3T3-L1
adipocytes exposed to doxorubicin or nutlin-3 did not in-
crease the proinflammatory polarization of mouse RAW mac-
rophages or human monocyte-derived macrophages (Fig. 4A
and Supplementary Fig. 3A and B). Importantly, AdCM from
adipocytes exposed to doxorubicin or nutlin-3 exhibited a
higher chemotactic activity toward mouse macrophages or
human monocyte-derived macrophages compared with
AdCM from control adipocytes (Fig. 4B and C). Compared
with control medium or AdCM from control adipocytes,
AdCM from adipocytes exposed to doxorubicin or nutlin-3
also exhibited a higher chemotactic activity toward neutro-
phils, an effect that is similar or even greater (for doxoru-
bicin exposure) than the neutrophil chemotactic factor
N-formylmethionyl-leucyl-phenylalanine (Fig. 4D).
Microarray analysis of 3T3-L1 adipocytes exposed to
doxorubicin or nutlin-3 revealed that among the expressed
chemokines, 11 were deregulated in one or both experimental
conditions (Fig. 5A). Analysis by qRT-PCR confirmed that
doxorubicin and nutlin-3 increased the mRNA expression of
CCL9 (a fibroblast and dendritic cells chemotactic protein),
chemokine (C-X-C motif) ligand (CXCL) 1 (a neutrophil che-
motactic protein), and CCL2, whereas the expression of CCL7
mRNA, another monocytic chemotactic protein, was increased
by nutlin-3 only (Fig. 5B and C). Doxorubicin and nutlin-3
also induced the expression of IL-6. The silencing of p53
blocked the induction by nutlin-3 of all of these mRNAs
(Fig. 5B) and partly prevented their upregulation in response to
doxorubicin, except for CXCL1 (Fig. 5C). Because p53 silencing
only partially reduced p53 expression and activation by doxo-
rubicin (Supplementary Fig. 2C), we treated cells with both p53
siRNA and pifithrin-a, an inhibitor of p53 transcriptional ac-
tivity. In this condition, CCL2/9, CXCL1, and IL-6 mRNA in-
duction was prevented (Fig. 5C). Importantly, we found that
the expression of mRNAs coding for CCL2/7/9 and CXCL1 was
increased in epiAT from mice exposed to doxorubicin, both in
the adipocyte and SVF fractions for CCL2/7 and only in the
adipocyte fraction for CCL9 and CXCL1 (Fig. 5D). We also
examined the expression of these chemokines at the onset
of obesity when DNA damage was observed in adipocytes.
The CCL2 mRNA level was increased after 2 weeks of HFD
feeding (Fig. 2I), and a trend toward an increase for CCL9
mRNA was observed (Fig. 5E). The mRNA levels of all of these
chemokines were significantly increased after 4 weeks of HFD
feeding (Fig. 5F and Supplementary Fig. 1J).
CD11c2) and F4/802CD11c+ cells in the SVF frommice fed the NCD or HFD for 2 weeks (n = 6 mice per group). Values represent the number6
SEM of each of the cell subtypes per gram of epididymal fat tissues. Fluorescent-coupled anti-F4/80 and CD11c were from eBioscience. Middle
panel, quantification of the mRNA expression of markers of inflammation in AT of the samemice. Right panel, concentration of IL-6 and TNF-a in
sera of mice fed the NCD or HFD for 2 or 18 weeks (as a positive control). iNOS, inducible nitric oxide synthase. Data are means 6 SEM. *P <
0.05, **P < 0.01, and ***P < 0.01 HFD vs. NCD 2 weeks, and #P < 0.05 and ##P < 0.01 HFD 18 weeks vs. NCD 18 weeks.
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Figure 3—In vivo administration of doxorubicin induces AT inflammation and adipocyte insulin resistance. Mice were injected with
doxorubicin (doxo) or vehicle (ctrl; n = 6 per group) for 42 h before analysis of the AT, the adipocytes (Ad), and the SVF. A: Quantification
by flow cytometry analysis of the number of F4/80+ (CD11c+ or CD11c2) and F4/802CD11c+ cells in the SVF from control or doxorubicin-
injected mice. Values represent the number6 SEM of each of the cell subtypes per gram of epididymal fat tissues. B: Frozen sections of AT
were subjected to hematoxylin and eosin (H/E) coloration (top) and to immunodetection (bottom) with an FITC-coupled anti-Lys6G antibody
(BioLegend), and nuclei were labeled using DAPI. A representative image from a control and a doxorubicin-injected mouse is shown. For
quantification, five images per mouse were automatically captured, and the percentage of cells positive for Lys6G was determined. C:
Western blot analysis of the level of phosphorylated (p)-p65–NF-kB (anti–p-p65 NF-kB #3033, Cell Signaling) in the SVF from control or
doxorubicin-injected mice with Rho-GDI as the loading control (anti–Rho-GDI A20 sc-360, Santa Cruz Biotechnology). Each lane corre-
sponds to independent mice. D and E: Relative expression of the indicated mRNAs in AT, adipocytes, and the SVF from control and
doxorubicin-injected mice. The mRNA expression was normalized using mouse Rplp0 mRNA level and expressed in arbitrary units with the
control mice taken as 1. AdipoQ, adiponectin. F: Left panel, insulin effect on lipogenesis in isolated adipocytes from control or doxorubicin-
injected mice (n = 4 adipocyte preparations from 4 different mice in each of the groups). Data are expressed as fold over unstimulated cells.
Right panel, Western blot analysis of the expression of phosphorylated PKB (anti–p-PKB Ser473 #4058, Cell Signaling), PKB (anti-PKB
#9272, Cell Signaling), and Glut4 (anti-Glut4 1F8 sc-53566, Santa Cruz Biotechnology) in isolated adipocytes from control and doxorubicin-
injected mice with Rho-GDI as the loading control. G: Quantification of free fatty acids (NEFA) in sera from control and doxorubicin-injected
mice (NEFA FS kit, DiaSys). H: IPGTT in control and doxorubicin-injected mice. The area under the curve (AUC) was calculated from 0 to
120 min. I: Quantification of insulinemia in sera of mice before the injection of glucose and 20 min after glucose injection during the IPGTT
shown in H. Data are means 6 SEM. *P < 0.05, **P < 0.01, and ***P < 0.001 vs. control mice.
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DNA Damage and p53 Activation Inhibit Insulin
Signaling and Insulin-Induced Glucose Transport and
Increase Lipolysis in Adipocytes
We next assessed whether the insulin resistance of adipo-
cytes from mice injected with doxorubicin (Fig. 3) was
only the consequence of AT inflammation or might also
be caused by an adipocyte cell–autonomous effect of DNA
damage and p53 activation. Treatment of 3T3-L1 adipo-
cytes with doxorubicin or nutlin-3 reduced insulin-induced
glucose uptake (Fig. 6A and B) and Glut4 translocation (Fig.
6E and F) without changing Glut1 and Glut4 expression
(Fig. 6C and D). Similar results were obtained in human
adipocytes (Supplementary Fig. 4A and B). This effect was
associated with a decrease in insulin signaling in 3T3-L1
and human adipocytes (Fig. 7A and B and Supplementary
Fig. 4C and D). The insulin-induced PKB/Akt phosphoryla-
tion in 3T3-L1 adipocytes treated with doxorubicin or
nutlin-3 was improved by p53 silencing, which partially re-
duced p53 expression (Supplementary Fig. 5A), or by treat-
ment with pifithrin-a (not shown) and was fully restored
Figure 4—Effect of adipocytes p53 activation on macrophage activation and macrophage and neutrophil migration. A, B, and D: 3T3-L1
adipocytes were exposed for 48 h to 10 mmol/L nutlin-3 (nutlin) (Enzo Life Sciences) or for 24 h with 0.5 mg/mL doxorubicin (doxo). Then
cells were thoroughly rinsed, fresh medium was added, and the AdCM were collected for the following 24 h. A: RAW-Blue macrophages
were incubated with AdCM or control culture medium (M) for 24 h, and the activity of the alkaline phosphatase released in the media was
quantified as the readout of RAW-Blue activation. Lipopolysaccharide (LPS) (0.5 ng/mL) was added in control medium or AdCM as a
positive control for macrophage activation. Quantification of three independent experiments normalized to cells treated with control
medium is shown and expressed as means 6 SEM. B: Chemotaxis assay was performed with RAW 264.7 macrophages using the
indicated AdCM or control M. The number of macrophages stained by crystal violet having performed chemotaxis was counted by
analyzing 10 fields for each experimental condition. A typical field corresponding to each of the experimental condition is shown. Results
were normalized relative to the number of macrophages attracted by the control M. Data are means 6 SEM of three independent
experiments. **P < 0.01 control M vs. control AdCM (AdCM from untreated adipocytes). #P < 0.05 and ###P < 0.001 AdCM from
adipocytes exposed to drugs vs. control AdCM. C: Human cultured adipocytes were exposed for 48 h to 10 mmol/L nutlin-3 or for 24 h
to 0.75 mg/mL doxorubicin. AdCM were collected as described above. Chemotaxis assay was performed with blood monocyte-derived
macrophages using the indicated AdCM. Results were normalized relative to the number of macrophages attracted by control AdCM. Data
are means 6 SEM of three experiments with three AdCM collected from three independent cultures of human adipocytes with the same
human monocyte-derived macrophage preparation. *P < 0.05 vs. control AdCM. D: The number of neutrophils having performed chemo-
taxis toward media using N-formylmethionyl-leucyl-phenylalanine (fMLP; 0.2 mmol/L), a chemotactic factor for neutrophils. AdCM of
control, nutlin-3–treated, or doxorubicin-treated adipocytes was determined by quantifying the number of CD11b+Lys6G+ cells in the lower
Boyden chamber by flow cytometry analysis. Top, representative flow cytometry plots for CD11b+Lys6G+ cells that migrated toward AdCM
from control, nutlin-3–treated, or doxorubicin-treated cells. Bottom, quantification of the number of migrating neutrophils in chemotaxis
assays performed with four independent AdCM and one white blood cell preparation. The experiment was reproduced twice. *P < 0.05,
**P < 0.01, and ***P < 0.001 vs. control AdCM.
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when p53 expression and activity was reduced by using
both p53 siRNA and pifithrin-a (Fig. 7D and E and Supple-
mentary Fig. 5B). That the deleterious effects of doxorubicin
and nutlin-3 involved secretory factors was unlikely because
treatment of adipocytes with AdCM from 3T3-L1 adipo-
cytes treated with doxorubicin or nutlin-3 did not alter
insulin-induced PKB/Akt phosphorylation (Fig. 7C).
An increase in lipolysis contributes to AT inflammation
and to the alteration in insulin sensitivity (30). We found
that doxorubicin or nutlin-3 increased lipolysis in 3T3-L1
and human adipocytes, as evidenced by an increase in glyc-
erol release (Fig. 8A and B and Supplementary Fig. 4E and
F). The p53 silencing in 3T3-L1 adipocytes decreased by
50% the lipolysis induced by nutlin-3 (Fig. 8A). The lipo-
lytic effect of doxorubicin was modestly but significantly
reduced by p53 silencing and markedly inhibited by using
both p53 siRNA and pifithrin-a (Fig. 8B). Pifithrin-a alone
inhibits by 63.7%6 6.8% and 34.8%6 3.3% nutlin-3– and
doxorubicin-induced lipolysis, respectively.
To further explore the mechanisms of the lipolytic effect
of DNA damage and p53 activation, we examined the ex-
pression of lipolytic enzymes and/or of lipid droplet compo-
nents. Microarray analysis revealed that the genes involved
in the maintenance of lipid droplet integrity and re-
pression of basal lipolysis, such as PLIN1 (coding for
perilipin 1) and CIDEC (31,32), were downregulated in
Figure 5—Effect of DNA damage and p53 activation on mRNA expression of cytokines/chemokines and the implication of p53. A: 3T3-L1
adipocytes were treated with 0.5 mg/mL doxorubicin (doxo) for 24 h or 10 mmol/L nutlin-3 (nutl) for 48 h. Total RNAs were then prepared and
used in gene expression profiling by microarray. The figure represents the changes in the level of expression of cytokines and chemokines
between doxorubicin-treated vs. control (ctrl) adipocytes as a function of the changes in the level of expression between nutlin-treated vs.
control adipocytes. Changes are expressed in log2. Only the cytokines/chemokines with an expression that changed in one or in the two
experimental conditions are shown. Relative mRNA amount of the indicated chemokines/cytokines in 3T3-L1 adipocytes transfected with
control siRNA (si ctrl) or p53 siRNA (si p53) and incubated without (ctrl) or with nutlin-3 (B) or doxorubicin (C). When indicated, adipocytes
transfected with p53 siRNA were also treated with pifithrin-a (pif). Data (n = 3–4 independent experiments) were normalized using mouse
Rplp0 mRNA level and are expressed as arbitrary units with the value of si ctrl untreated cells taken as 1 (dashed line in C). D: Relative
mRNA expression of the indicated chemokines in AT, adipocyte (Ad), and SVF of control mice or doxorubicin-injected mice. The mea-
surements were performed with the same mRNA samples as those used in Fig. 3D and E. Relative mRNA expression of the indicated
chemokines in AT of mice fed the NCD or HFD for 2 weeks (E) or 4 weeks (F ). The measurements were performed with the same mRNA
samples as in Fig. 2F–I and Supplementary Fig. 1I–J. Data are means6 SEM. *P< 0.05, **P< 0.01, and ***P< 0.001 vs. effect in untreated
si ctrl cells or in mice injected with vehicle or in NCD-fed mice. #P < 0.05 and ##P < 0.01 for drug-treated si ctrl cells vs. drug-treated si
p53 cells.
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both doxorubicin- or nutlin-3–treated 3T3-L1 adipocytes
(Fig. 8C). The protein level of perilipin 1 was decreased in
adipocytes treated with doxorubicin or nutlin-3 (Fig. 8D).
DISCUSSION
Previous studies have reported an upregulation of the p53
pathway in AT of obese rodents and patients (14,15,33),
but the causes of p53 activation in obese adipocytes and
its consequences on adipocyte metabolism remain ill defined.
Here, we show with several image-based approaches an
increase in DNA damage in adipocytes not only when
obesity was established but also early after the onset of
obesity, before alterations in adipocyte insulin sensitivity
and whole-body glucose homeostasis. In addition to adi-
pocytes, DNA damage also occurred in other cell types
that remain to be characterized. Some of them aligned
in branched actin-rich structures could be endothelial cells
in which p53 was activated in obesity (34). Taking into
account the high number of g-H2AX foci per nuclei com-
pared with the telomere number in the adipocytes from
mice with installed obesity, it is likely that both DSBs and
telomere shortening occurred. DNA damage may thus
contribute to the p53 stabilization and p21 upregulation
we observed in adipocytes from HFD-fed mice. Of note,
those adipocytes were not apoptotic, possibly because the
induction of p21 protected them from apoptosis (35).
What could be the cause of adipocyte DNA damage?
DNA is sensitive to damage induced by oxidative stress,
and we indeed detected an increase in the 8-OHdG level,
the most common oxidative DNA lesions (36), in AT from
obese mice. These oxidative DNA lesions may contribute
to p53 activation in obese adipocytes because we found a
positive correlation between 8-OHdG amounts and the
expression of the p53-target p21. In installed obesity,
adipocytes and proinflammatory macrophages may both
contribute to the increase in ROS production (37,38) that
could induce DNA damage in adipocytes and other AT
cells. However, we also observed DNA damage and ROS
in adipocytes at the onset of obesity, before any increase
in proinflammatory macrophages or proinflammatory cy-
tokines and before alterations in whole-body glucose ho-
meostasis and adipocyte insulin sensitivity. This increase
in ROS may induce DNA damage and, consequently, acti-
vation of the DDR known to induce the innate inflamma-
tory response (39) and, thus, could be causal factors in
obese AT inflammation and adipocyte dysfunctions.
Such a link between adipocyte DNA damage, AT in-
flammation, and insulin resistance of adipocytes is supported
by the increased amount of proinflammatory immune cells in
the AT and the adipocyte insulin resistance of lean mice
injected with the DNA damage–inducing drug doxorubicin.
Our data argue that these changes in AT immune cells are
the consequence of p53-dependent secretion of chemokines
induced by DNA damage in the adipocytes. Importantly, the
changes in populations of immune cells and in chemokine
expression in AT of doxorubicin-injected mice is at least
qualitatively consistent with those described in obesity
(40,41). Therefore, DNA damage in adipocytes may trigger
recruitment of macrophages and neutrophils within AT
through the p53-dependent production of several chemo-
kines. Because the secretome from adipocytes exposed in
vitro to doxorubicin did not promote macrophage polar-
ization, the increase in proinflammatory macrophages in AT
from mice administered doxorubicin would be caused by
DNA damage in other cell types or by the vicious cycle
that takes place between adipocytes and macrophages leading
Figure 6—Inhibition of insulin-induced glucose transport and Glut4
translocation in adipocytes exposed to doxorubicin or nutlin-3. 3T3-
L1 adipocytes were treated with 0.5 mg/mL doxorubicin (doxo) for
24 h or 10 mmol/L nutlin-3 (nutlin) for 48 h and stimulated with the
indicated concentrations of insulin (ins) for 10 min. A and B: Mea-
surement of deoxyglucose (DOG) uptake (n = 3 independent ex-
periments). C and D: Representative Western blot analysis and
quantification (n = 4 independent experiments) of the protein ex-
pression of the glucose transporters Glut4 (anti-Glut4 1F8, Santa
Cruz Biotechnology) and Glut1 (anti-Glut1 ab652, Abcam) with
tubulin (tub) as the loading control. E and F: Glut4 translocation
was determined by the quantification of Glut4 amount in plasma
membrane (PM) lawns. Quantification of 26 fields obtained in 2 in-
dependent experiments (top panels) and representative fields (bot-
tom panels) are shown. Data are means 6 SEM. *P < 0.05, **P <
0.01, and ***P < 0.001 untreated cells stimulated with insulin vs.
drug-treated cells stimulated with insulin.
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Figure 7—Inhibition of insulin signaling in 3T3-L1 adipocytes treated with doxorubicin or nutlin-3. 3T3-L1 adipocytes were treated with 0.5
mg/mL doxorubicin for 24 h (doxo) or 10 mmol/L nutlin-3 (nutlin) for 48 h and incubated without or with 0.5 nmol/L insulin (ins) for 10 min. A
and B: Representative Western blot analysis and quantification (n = 3–4 independent experiments) of the expression of the tyrosine
phosphorylated (p) (anti-PhosphoTyrosine #9411, Cell Signaling) insulin receptor (pY-IR) and IRS (pY-IRS), the pThr308-PKB (p-PKB)
(anti-pThr308-PKB #4056, Cell Signaling), total PKB, and p53. Data are expressed as the percentage of insulin effect in untreated cells
stimulated with insulin. Normalization was performed by quantifying extracellular signal–related kinase (ERK) (anti-ERK1/2 #4695, Cell
Signaling) or HSP90 (anti-HSP90 sc-13119, Santa Cruz Biotechnology) in each of the experiments. C: 3T3-L1 adipocytes were treated for
24 h with 0.5 mg/mL doxorubicin or for 48 h with 10 mmol/L nutlin-3, and the AdCM were collected as described in Fig. 4. 3T3-L1
adipocytes were incubated with AdCM for 24 h, washed, and incubated without or with 0.5 nmol/L insulin for 10 min, before lysis for
Western blot analysis of PKB phosphorylation. Representative immunoblots and quantification of three independent experiments are
shown. The ratios of pThr308-PKB relative to HSP90 are expressed as the percentage of insulin effect in cells treated with control
AdCM. D and E: 3T3-L1 adipocytes were transfected with control siRNA (si Ctrl) or p53 siRNA (si p53). The cells treated with p53 siRNA
were also incubated with 50 mmol/L pifithrin-a (pif). Cells were incubated with 0.5 mg/mL doxorubicin for 24 h (D) or with 10 mmol/L nutlin-3
for 48 h (E ). Adipocytes were then stimulated with 0.5 nmol/L insulin for 10 min. Western blot analysis of p53 and p21 expression (left
panels) and pThr308-PKB and total PKB expression (right panels) with HSP90 as loading control. Representative immunoblots are shown,
and quantifications are presented in Supplementary Fig. 5. Data are means6 SEM. *P < 0.05, **P < 0.01, and ***P < 0.001 untreated cells
stimulated with insulin vs. drug-treated cells stimulated with insulin.
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to macrophage activation (42). Also, other adipocyte p53-
dependent mechanisms could contribute to AT inflamma-
tion during obesity (43).
Hence, DNA damage by increasing AT inflammation
may promote adipocyte insulin resistance and dysfunc-
tion. However, DNA damage may also trigger adipocyte
insulin resistance independently of AT inflammation
because inducing DNA damage in cultured adipocytes
decreased insulin signaling and uptake of glucose and
increased lipolysis. This is not caused by a paracrine
action of adipocyte-secreted factors. It is thus plausible
that the DDR, mainly through p53 activation, promotes
the transcription of proteins downregulating insulin
signaling that remains to be identified; however, mitogen-
activated protein kinases were not likely involved be-
cause they were not activated in our settings (data not
shown). From our findings it is tempting to speculate that
DNA damage, by altering adipocyte functions, contributes
to systemic insulin resistance. Indeed, by decreasing
glucose flux, DNA damage may reduce de novo lipogenesis,
and such a decrease is associated with reduced insulin
sensitivity (44–46), whereas DNA damage increases lipoly-
sis, which is positively correlated with insulin resistance
(30).
In summary, our study shows that DNA damage
occurs early in the adipocytes at the onset of obesity
and before the development of AT inflammation and
adipocyte insulin resistance. DNA damage in adipocytes
may be thus causal in the dysfunction and inflammation
of AT (Supplementary Fig. 6). Pharmacological or nutri-
tional strategies preventing DNA damage in adipocytes
may thus be beneficial for the metabolic complications of
obesity.
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Figure 8—Doxorubicin and nutlin-3 stimulate lipolysis in adipo-
cytes. Glycerol release was measured as an index of lipolysis in
the medium of 3T3-L1 adipocytes transfected with control siRNA
(si ctrl) or p53 siRNA (si p53) and treated with nutlin-3 (nutlin) (A) or
doxorubicin (doxo) with or without pifithrin-a (pif) (B). Data are
expressed as the fold increase over control cells (untreated cells
transfected with si ctrl) and are presented as means6 SEM (n = 3–4
independent experiments). ***P < 0.001 untreated si ctrl cells vs.
drug-treated si ctrl cells. #P < 0.05 and ##P < 0.01 drug-treated si
ctrl cells vs. drug-treated si p53 cells. C: 3T3-L1 adipocytes were
treated with 0.5 mg/mL doxorubicin for 24 h or with 10 mmol/L
nutlin-3 for 48 h. Total RNA were then prepared and used in gene
expression profiling. The figure represents the changes in the level
of expression of genes involved in lipolysis between doxorubicin-
treated vs. control adipocytes as a function of the changes in the
level of expression between nutlin-3–treated vs. control adipocytes.
Changes are expressed in log2. The name of genes downregulated
in both doxorubicin- and nutlin-3–treated adipocytes are indicated.
D: Representative Western blot and quantification (n = 3 indepen-
dent experiments) of the expression of perilipin 1 (PLN1) gene using
an anti–perilipin 1 antibody (D418, Cell Signaling) with HSP90 as the
loading control. Data are means 6 SEM. *P < 0.05 nutlin-3– or
doxorubicin-treated cells vs. control.
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